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1D eindimensional  
2D zweidimensional 
°C Grad Celsius 
δ chemische Verschiebung 
A Ampere 
ACE angiotensin converting enzyme 
ACR albumin creatinine ratio; Albumin-Creatinin-Quotient 








BSA bovines Serumalbumin 
BocLys N ε-(tert-Butoxycarbonyl)-L-lysin 
bp base pairs, Basenpaare 
CASI continuous accumulation of selected ions  
cDNA complementary DNA, komplementäre DNA 
CML Carboxymethyllysin 
CN1 Carnosinase 1 
CNDP1 Gen der humanen Carnosinase 1 
Cndp1 Gen der murinen Carnosinase 1 
Cndp1-KO Knockoutout des Cndp1-Gens 
COSY correlated spectroscopy, Korrelationsspektroskopie 
Ct threshold cycle, Fluoreszenzschwellenwert 
Da Dalton (1,66053892·10-27 kg) 
DHB 2,5-Dihydroxybenzoesäure 
DKD diabetic kidney disease 
DNA deoxyribonucleic acid, Desoxyribonukleinsäure  
dNTP Desoxyribonukleosidtriphosphate 
DTT Dithiothreitol 






ELISA Enzyme-linked Immunosorbent Assay 
eNOS endotheliale Stickstoffmonoxidsynthase 
ESRD end stage renal disease 
FCS fetal calf serum, fetales Kälberserum 
FITC Fluoresceinisothiocyanat 
g g force, Erdbeschleunigung 
GABA γ-Aminobuttersäure 
GABA-T 4‐Aminobutyrat‐2‐oxoglutarat-Transaminase 
GAMM generalized additive mixed model 
GCLC Glutamate cysteine ligase catalytic subunit 
GCMC Glutamate cysteine ligase modifier subunit 
GCS γ-Glutamylcystein-Synthetase 
Gcs Gen der GCS 




Gpx1 Gen der Glutathionperoxidase 1 




HbA1C glykiertes Hämoglobin 
HDP Histidindipeptid 
HE Hematoxylin und Eosin 
HEPES 2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 
His Histidin 
HMBC heteronuclear multiple bond correlation 
HNMT-like histamine N-methyltransferase-like 
HO-1 Hämoxygenase-1 
Ho-1 Gen der HO-1 
HPLC high performance liquid chromatography, 
Hochleistungsflüssigkeitschromatographie 
HRP horseradish peroxidase, Meerrettichperoxidase 





HSPA1 Gen des humanen Hitzeschockproteins 70 
Hspa1 Gen des murinen Hitzeschockproteins 70 
HSQC heteronuclear single quantum coherence 
Ile Isoleucin 
Nos2 Gen der induzierbaren Stickstoffmonoxidsynthase 





MALDI-MS Matrix unterstützte Laser-Desorption/Ionisation 
Massenspektroskopie  




MG-H1 Methylglyoxal-derived hydroimidazolone, Methylglyoxaladdukt 
Hydroimidazolon 
MTT 3-(4,5-Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazoliumbromid 
MSI Mass Spectrometry Imaging 
n Stichprobenumfang 
Nfe2l2 Gen des NRF2 
NF-ΚB nuclear factor 'kappa-light-chain-enhancer' of activated B-cells 
NOESY nuclear overhauser enhancement and exchange spectroscopy 
NQO1 NAD(P)H dehydrogenase (quinone) 1 
Nqo1 Gen der NQO1 




PAS periodic acid–Schiff reaction 
PBST phosphate buffered saline with Tween20, Phosphate gepufferte 
Kochsalzlösung mit Tween20 
PCR polymerase chain reaction, Polymerasekettenreaktion 
PEPT1 Peptidtransporter 1 
PEPT2 Peptidtransporter 2 





PHT2 Mitglied der Protonen gekoppelten Oligopeptidetransporter 
pKs Negativer dekadischer Logarithmus der Säurekonstante 
ppm parts per million, Anteile pro Million 
Pro Prolin 
qPCR quantitative polymerase chain reaction, quantitative 
Polymerasekettenreaktion 
qTof quadrupole time-of-flight, Quadrupol-Flugzeitanalyse 
RAGE receptor for advanced glycation endproducts 
RNA ribonucleic acid, Ribonukleinsäure  
s Sekunde 




SLC solute carrier family 
SOD Superoxiddismutase 
STZ Streptozotocin 




Tgfβ Gen des transforming growth factor beta, transformierenden 
Wachstumsfaktor beta 
Tnfα Gen des Tumornekrosefaktor alpha 
TRIS Tris(hydroxymethyl)-aminomethan 
TXNIP Thiorexodin interacting protein 
Tyr Tyrosin 
U unit, Einheit 




v/v volume per volume, Volumen per Volumen 
willk. willkürlich 
WT Wildtyp 






Eine protektive Wirkung von Carnosin und seines Derivats Anserin gegen Diabetes 
mellitus und diabetische Spätkomplikationen wie die diabetische Nephropathie wurde 
in zahlreichen Zell- und Mausmodellen gezeigt, ohne den zugrundeliegenden 
Mechanismus zu verstehen. Teilweise kontrovers diskutiert werden unterschiedliche 
lokale renale Schutzmechanismen wie eine anti-oxidative Wirkung oder das Abfangen 
und Inaktivieren verschiedener reaktiver Metabolite. In vielen, aber nicht allen, Studien 
mit diabetischen Tieren konnte auch ein systemischer Effekt mit einer verbesserten 
Glukosehomöostase gezeigt werden. 
Aus diesem Grund wurden Untersuchungen in einem Mausmodell mit einem Knockout 
des für das Carnosin abbauende Enzym Carnosinase 1 kodierenden Gens (Enzym: CN1; 
Gen: Cndp1) durchgeführt. In Wildtypmäusen konnte eine Carnosin abbauende Aktivität 
ausschließlich in der Niere gemessen werden, jedoch nicht im Gehirn, in der Leber, im 
Muskel, im Herz, in den Lungen, im Serum oder im Pankreas. Der dadurch quasi 
nierenspezifische homozygote Knockout des Cndp1-Gens erwies sich somit als 
weitgehend ideales Modell zur Untersuchung der Bedeutung des renalen 
Carnosinmetabolismus im Hinblick auf die Funktionalität und Morphologie der Nieren, 
nephroprotektive Systeme und anderer potenzielle Schutzmechanismen gegen den 
Diabetes mellitus bzw. die diabetische Nephropathie. 
In homozygoten Cndp1-defizienten Mäusen war die renale Carnosinase 1-Aktivität 
praktisch ausgeschaltet und nur bei supraphysiologisch hohen Substratkonzentrationen 
konnte ex vivo eine unspezifische Carnosin abbauende Restaktivität durch das Enzym 
Carnosinase 2 im Nierengewebe dieser Tiere detektiert werden. Die renalen 
Konzentrationen von Carnosin und Anserin waren in den Cndp1-Knockoutmäusen 
verglichen mit den Wildtypmäusen stark erhöht. Unterschiede zwischen den 
Geschlechtern waren vorhanden, doch gering ausgeprägt. Carnosin und Anserin waren 
hauptsächlich im renalen Cortex lokalisiert und die Konzentrationen nahmen mit dem 
Alter ab. In den anderen untersuchten Organen wurde keine Konzentrationszunahme 






Sowohl im Zell- als auch im Mausmodell konnte gezeigt werden, dass Carnosin und 
Anserin Schutzmechanismen gegen oxidativen Stress und chronische Entzündung im 
Nierengewebe beeinflussen. Während der Glutathionmetabolismus durch den Cndp1-
Knockout und die damit verbundenen erhöhten Carnosin- und Anserinkonzentrationen 
nicht beeinflusst war, war die Expression pro-inflammatorischer und zytoprotektiver 
Gene in der Niere der Cndp1-Knockoutmäuse im Vergleich zu den Wildtypmäusen 
altersabhängig verändert. In den jungen (11 Wochen) Cndp1-Knockoutmäusen war die 
Expression von Tumornekrosefaktor α und nuclear factor (erythroid-derived 2)-like 2 
erhöht, in den alten (55 Wochen) Cndp1-Knockoutmäusen relativ zu den Wildtyptieren 
erniedrigt. In humanen Tubulusepithelzellen in vitro erhöhte eine Inkubation mit 
Anserin die Expression des für das Hitzeschockprotein 70 kodierenden Gens, was im 
Tiermodell bestätigt werden konnte. 
Die Interaktion des für die diabetische Nephropathie bedeutenden reaktiven Carbonyls 
Methylglyoxal mit Carnosin konnte in zellfreier Umgebung nachgewiesen werden. 
Carnosin fungierte dabei als Katalysator der Bildung hochmolekularer Methylglyoxal- 
Oligomere und -Polymere. Methylglyoxal-Carnosin-Addukte hatten nur eine sehr kurze 
Halbwertszeit und konnten deshalb nicht charakterisiert werden. Carnosin und Anserin 
reduzierten die Bildung von advanced glycation endproducts durch Methylglyoxal, 
jedoch ausschließlich in sehr hohen Konzentrationen relativ zu der von Methylglyoxal. 
Vermutlich aus diesem Grund konnte dieser Effekt in kultivierten humanen 
Tubulusepithelzellen nicht reproduziert werden. Im Nierengewebe 11 und 55 Wochen 
alter Cndp1-Knockoutmäuse war die Proteinoxidation im Vergleich zu den 
Wildtypmäusen ebenfalls unverändert.  
Der postulierte Effekt von Carnosin und Anserin auf die Glukosehomöostase konnte 
bestätigt und auch näher charakterisiert werden. Während die Insulinsensitivität 
hauptsächlich vom Geschlecht und nicht vom Genotyp abhängig war, so war in den 
jungen (11 Wochen) Cndp1-Knockoutmäusen der Nüchternblutzuckerspiegel im 
Vergleich zu den Wildtypmäusen erniedrigt. Dies korrelierte mit einer Reduktion der 
Konzentration von Glutamin, dem wichtigsten Substrat der renalen Glukoneogenese. 
Die Körper- und Organgewichte unterschieden sich in den jungen 
Cndp1-Knockoutmäusen im Vergleich zu den Wildtyptieren nicht. In alten (55 Wochen) 





Wildtyptieren erhöht, ebenso wie das Körpergewicht und das Gewicht aller Organe 
außer der Lunge. Da jedoch Futteraufnahme und Energieumsatz nicht bestimmt 
wurden, bleiben die Mechanismen der erhöhten Gewichtszunahme offen. 
Auch wenn in diesem Mausmodell die Nierenfunktion, repräsentiert durch die 
glomeruläre Filtrationsrate und das Albumin-zu-Creatinin-Verhältnis sowie die 
Nierenmorphologie nicht verändert waren, zeigten diese Ergebnisse im Tier- und 
Zellmodell protektive Auswirkungen von Carnosin und Anserin. Die renal erhöhten 
Carnosin- und Anserinkonzentrationen in den Cndp1-Knockoutmäusen haben nicht nur 
lokale Effekte in den Nieren, sondern auch einen systemischen Einfluss, indem sie die 
Glukosehomöostase und das Körpergewicht verändern. Ein Schutz durch diese 
Steigerung der Carnosin- und Anserinkonzentrationen in den Nieren bei der Entstehung 
einer diabetischen Folgeerkrankung ist somit denkbar und Gegenstand weiterer 
Untersuchungen. 
1. Summary 
The protective effects of carnosine and its derivative anserine against diabetes mellitus 
and diabetic sequelae such as diabetic nephropathy have been demonstrated in 
numerous cell and animal models without a clear understanding of the underlying 
mechanisms. Local renal effects of carnosine and anserine, such as anti-oxidative activity 
or quenching and inactivation of reactive metabolites are a matter of controversy. 
Additionally, a systemic impact on glucose homeostasis has been shown in many studies 
with diabetic animals. 
Therefore, a mouse model with a knockout of the gene of the carnosine degrading 
enzyme carnosinase 1 (enzyme: CN1; gene: Cndp1) was characterised. In wildtype mice, 
carnosine degrading activity was solely found in the kidney, but not in the brain, liver, 
muscle, heart, lungs, serum or pancreas. This effectively kidney-specific homozygous 
knockout of the Cndp1-gene proves to be the ideal model for studies into the 
importance of the renal carnosine metabolism focussing on kidney function and 
morphology, nephroprotective systems and other protective mechanisms against 





In homozygous Cndp1-deficient mice renal CN1 activity was practically abolished and 
only under supra-physiologically high substrate concentrations was unspecific carnosine 
degrading activity by carnosinase 2 detected in the renal tissue of these mice ex vivo. 
Renal concentrations of carnosine and anserine were heavily increased in 
Cndp1-knockout mice compared to wildtype controls. Differences between sexes were 
present, but minor. Carnosine and anserine were mainly localised in the kidney cortex 
and concentrations decreased with age. In all other tissues, carnosine and anserine 
concentrations did not increase. In muscle tissue, carnosine and anserine concentrations 
declined in Cndp1-knockout mice. 
In cell culture as well as in the mouse model, some influence of carnosine and anserine 
on protective mechanisms against oxidative stress and chronic inflammation in renal 
tissue could be demonstrated. Whereas glutathione metabolism was not affected by 
Cndp1-knockout, expression of pro-inflammatory and cytoprotective genes in kidney 
tissue of Cndp1-knockout mice was age-dependently altered in comparison to wildtype 
mice. In young Cndp1-knockout mice (11 weeks), expression of tumor necrosis factor α 
and nuclear factor (erythroid-derived 2)-like 2 was increased, but was decreased in old 
Cndp1-knockout mice (55 weeks) relative to wildtype animals. In human tubular cells, 
incubation with anserine increased expression of the gene of heat shock protein 70 in 
vitro. This could be reconfirmed in the Cndp1-knockout mouse model. 
The interaction of methylglyoxal, a reactive carbonyl implicated in the progression 
diabetic nephropathy, with carnosine could be demonstrated in a cell-free environment. 
Carnosine functioned as catalysing agent for the formation of high-molecular 
methylglyoxal oligomers and polymers. The methylglyoxal adducts had very short half-
lives, thus could not be further analysed. Carnosine and anserine reduced the formation 
of advanced glycation end-products by methylglyoxal, but only in very high 
concentrations relative to methylglyoxal. Therefore, this effect could not be reproduced 
in cultured human tubular cells. Likewise, in the renal tissue of 11- and 55-week-old 
Cndp1-knockout mice, protein oxidation was unchanged compared to wildtype mice. 
The putative effects of carnosine and anserine on glucose homeostasis could be 
confirmed and characterised in detail. Whereas insulin sensitivity was mainly dependent 





blood glucose was decreased compared to wildtype mice. This correlated with 
diminished renal concentration of glutamine, the major substrate of gluconeogenesis in 
the kidney. Body and organ weights did not differ between Cndp1-knockout mice and 
wildtype controls in young animals. In old Cndp1-knockout mice (55 weeks), fasting 
blood glucose as well as body weight and weight of all organs, except lungs, was 
increased. Since food and energy consumption were not documented, the mechanisms 
of increased body weight gain remain uncertain. 
Even though, kidney function, represented by the glomerular filtration rate and albumin 
to creatinine ratio, as well as renal morphology, was unchanged in the Cndp1-knockout 
mouse, the results indicated protective actions of carnosine and anserine in cell culture 
and the animal model. Increased renal concentrations of carnosine and anserine in 
Cndp1-knockout mice did not only have local impact on the kidney, but a systemic 
influence on glucose homeostasis and body weight. Thus, the protective effects of 
increased concentrations of carnosine and anserine in the kidney on the development 
of late complications of diabetes seem plausible and will be the subject of future studies. 
 
2. Einleitung 
2.1. Carnosin und Anserin 
Carnosin (β-Alanyl-L-histidin) ist ein Dipeptid bestehend aus β-Alanin und L-Histidin [1]. 
Anserin (β-Alanyl-N1-methyl-L-histidin) [2] und Balenin/Ophidin (β‐Alanyl‐N3‐methyl-L-
histidin) [3] sind methylierte Derivate des Carnosins mit dem Unterschied in der 
Methylierung des Nπ bzw. des Nτ Stickstoffatoms des Imidazolrings des L-Histidins. Diese 
Moleküle werden der Gruppe der Histidindipeptide (HDPs) zugeordnet [4]. Weitere 
relevante HPDs stellen Homocarnosin (γ-Aminobutyryl-L-histidin) und Homoanserin (γ-
Aminobutyryl-methyl-L-histidin) dar, die aus γ-Aminobuttersäure (GABA) statt β-Alanin 
gebildet werden [5]. Das Vorkommen dieser HDPs konnte nur für Vertebraten gezeigt 
werden, in Invertebraten, wie auch Pflanzen und Pilzen werden sie vermutlich nicht 
synthetisiert [6]. Carnosin ist das am besten erforschte HDP. Es wurde zuerst im 
Skelettmuskel entdeckt [7] und weist in vielen Organismen in diesem Gewebe die 
höchste Konzentration auf [8]. Verschiedene Taxa zeichnen sich durch Unterschiede in 
der Zusammensetzung der HDPs aus. Im Menschen findet sich ausschließlich Carnosin 





auch Anserin nachgewiesen [10]. Im Muskelgewebe von marinen Säugern, den 
Balaenoptera, ist entsprechend des Namens Balenin in höchster Konzentration 
vertreten [11], während bei Vögeln Anserin im Muskel in größter Abundanz vorliegt, 
jedoch kein Carnosin [12]. Verschiedene Gewebe einer Spezies unterscheiden sich auch 
in den Konzentrationen und Verhältnissen der HDPs zueinander. Während etwa im 
menschlichen Gehirn eine hohe Carnosinkonzentration gemessen wurde und Anserin 
nicht detektiert wurde [13], liegt in der humanen Niere Anserin in etwa 2-fach höherer 
Konzentration als Carnosin vor [14, 15]. In der Maus konnten HDPs nicht nur im Muskel, 
sondern auch in Gehirn [16], Leber [17], Niere [15], Milz [18] und Pankreas [19] 
gemessen werden. Auch im murinen Serum wurde Carnosin festgestellt [20, 21], was 
einen bedeutenden Unterschied zum Menschen darstellt, bei dem die Serum-
Konzentrationen unterhalb des Detektionslimits liegen [22]. 
 
2.2. Chemische Eigenschaften von Carnosin und Anserin 
Zu den beschriebenen Eigenschaften von Carnosin gehört eine hohe Pufferkapazität 
[23], die möglicherweise auch die hohen Konzentrationen der HDPs in der Muskulatur 
erklärt. Es wird diskutiert, ob die unter mittlerer bis hoher Belastung auftretende 
Übersäuerung der Muskulatur [24] und der einhergehende Leistungsabfall potenziell 
durch Puffern des pH-Werts durch Carnosin verhindert werden könnten [25, 26]. Dies 
geschieht vermutlich über den Imidazolring des L-Histidins mit einem pKs-Wert von 6,72 
[27], während die Carboxylgruppe ihre maximale Pufferkapazität bei pH 2,76 und die 
Aminogruppe des β-Alanin bei pH 9,32 besitzen [28]. Auch die Chelatierung von 
Metallionen wie Cu2+, Co2+, Ni2+, Cd2+ und Zn2+ konnte für Carnosin und Anserin gezeigt 
werden [29, 30]. Am umfassendsten ist die Komplexierung des Cu2+-Ions untersucht. Die 
biologische Relevanz besteht hierbei in der erhöhten Produktion von reaktiven 
Sauerstoffspezies (ROS) über die Fenton-Reaktion unter einem Überschuss an Kupfer-
Ionen [31, 32]. Obwohl eine Monomer-Interaktion mit der Bindung des Cu2+ durch ein 
einzelnes Carnosin-Molekül diskutiert wird, gilt eine Komplexierung über zwei Carnosin-
Moleküle pro Cu2+ als wahrscheinlicherer Mechanismus [33, 34], auch wenn dessen 
Existenz in vivo fraglich bleibt [35]. Während eine Cu2+-Komplexierung durch Carnosin 
der Prävention oxidativer Schäden durch Verminderung der Reaktivität dienen könnte, 





komplexiertes Zink stellt eine stabilere Form der Darreichung dar als elementares Zink 
alleine [36]. Dieses und weitere Effekte durch Carnosin selbst tragen zur Integrität der 
gastrointestinalen Mukosa bei [37]. Die anti-oxidativen Eigenschaften von Carnosin sind 
nicht nur auf die Chelatierung von Metall-Ionen beschränkt, sondern ROS können auch 
direkt inaktiviert werden. Sowohl das Quenching von Superoxid-Anionen (O2−), 
Hydroxyl-Radikalen (HO·) und Singlet-Sauerstoff (1[O2]) wurde bereits beschrieben. 
Verschiedene ROS werden über unterschiedliche Mechanismen durch Carnosin 
inaktiviert. Die Reaktivität von Superoxid-Anionen wird vermutlich durch einen 
Ladungstransfer-Komplex durch Carnosin verringert [38], der ähnlich effektiv ist wie das 
Antioxidans α-Tocopherol [39, 40]. Das Quenching von Hydroxyl-Radikalen verläuft mit 
hoher Rate unter Bildung stabiler Intermediate über den Imidazolring des L-Histidins 
[41]. Auch Singlet-Sauerstoff wird wahrscheinlich über den Imidazolring an Carnosin 
gebunden, jedoch etwa 2- bis 4-fach schneller als durch L-Histidin allein [42]. 
In biologischen Systemen können ROS mit Proteinen, Lipididen, Nukleinsäuren oder 
auch Kohlenhydraten reagieren und diese schädigen [43-45]. So kann etwa bei DNA 
oxidativer Stress zu Strangbrüchen oder Falschpaarungen der Basen führen [46]. Doch 
nicht nur Funktionalität und Stabilität der oxidierten Moleküle sind verändert, es 
entstehen auch Intermediate wie Dialdehyde (Malondialdehyd, Methylglyoxal) oder α-
β-ungesättigte Aldehyde (Acrolein, 4-Hydroxynonenal), die ihrerseits sehr reaktiv sind 
[47]. Aus diesen können durch komplexe mehrstufige Reaktionen schlussendlich 
advanced lipoxidation endproducts (ALEs) und advanced glycation endproducts (AGEs) 
gebildet werden [48, 49]. Pathologisch erhöhte Konzentrationen von ALEs und AGEs 
treiben in der Folge die Progression von Krankheiten wie Diabetes mellitus, 
beispielsweise als Aktivatoren inflammatorischer Signalkaskaden [50, 51]. Darüber 
hinaus können die reaktiven Intermediate selbst erneut Schädigungen verursachen. So 
induzieren beispielsweise reaktive Metabolite der Lipidoxidation Protein- oder DNA-
Schäden [52]. Carnosin und Anserin können diese oxidativen Prozesse und ihre Folgen 
neben dem direkten ROS-Quenching auch durch Inaktivierung der reaktiven 






2.3. Synthese von Carnosin und Anserin 
Die Carnosinsynthese erfolgt über das Enzym Carnosinsynthase (EC 6.3.2.11, CS), das 
von dem Gen ATPGD1 codiert wird [57]. Neben L-Histidin und β-Alanin ist die Synthese 
abhängig von Adenosintriphosphat (ATP) und Mg2+ [58, 59]. Die Expression wurde im 
Menschen in Muskel, Gehirn und Niere [14, 57], und in Mäusen in Muskel und Gehirn 
nachgewiesen [60]. Die Substratspezifität des Enzyms ist nicht auf L-Histidin und β-
Alanin beschränkt. Auch Lysin, Ornithin und Arginin können mit verminderter 
katalytischer Effizienz statt L-Histidin als Substrat der CS dienen [61, 62]. Die daraus 
resultierenden Dipeptide konnten jedoch in Ratten in keinem der Gewebe mit hoher CS-
Expression in größerer Abundanz nachgewiesen werden. Es wurde gezeigt, dass 
vielmehr durch das Enzym PM20D2 ein Abbau von β-Alanyl-lysin, β-Alanyl-ornithin, γ-
Aminobutyryl-lysin und γ-Aminobutyryl-ornithin, doch nicht von Carnosin und Anserin, 
stattfindet [61]. PM20D2 übernimmt somit eine metabolite proofreading-Funktion für 
die CS im Carnosinmetabolismus und entfernt falsch synthetisierte Dipeptide. 
Die Synthese von Carnosin ist über die Konzentration von β-Alanin limitiert [63]. Das 
semi-essenzielle, proteinogene L-Histidin ist nicht limitierend [64]. In Menschen und 
auch Mäusen findet für β-Alanin weder eine de novo-Synthese wie in Prokaryoten [65], 
noch eine Umwandlung aus der α-Form der Aminosäure, L-Alanin, statt. In Säugern wird 
β-Alanin hauptsächlich in geringen Konzentrationen aus der Degradation von Uracil in 
der Leber generiert [66, 67]. Bei exogener Supplementation kann zwar eine Erhöhung 
der Carnosinkonzentration erreicht werden [68], doch nur 3-6 % des β-Alanins werden 
zur Carnosinsynthese genutzt [69]. Durch die Enzyme 4‐Aminobutyrat‐2‐oxoglutarat-
Transaminase (GABA‐T) und Alanin‐glyoxylat-Transaminase (AGXT2) findet 
möglicherweise eine Transaminierung des β-Alanins statt, die eine Nutzung als 
Carnosinsubstrat ausschließt [70, 71]. Ein Großteil des supplementierten β-Alanins wird 
dadurch vermutlich dem Energiestoffwechsel über den Citratzyklus zugeführt statt der 
HDP-Synthese [9]. 
Anserin kann ebenfalls über die Carnosinsynthase synthetisiert werden. Dabei dient 
Methyl-L-histidin statt L-Histidin als Substrat [72]. Zusätzlich ist die Synthese über das 
Enzym Carnosin-N-Methyltransferase (EC 2.1.1.22) möglich, das eine Methylgruppe von 
S-Adenosyl-L-Methionin auf Carnosin überträgt [73]. Die Expression des Gens konnte 





[74, 75], doch ist dieses Enzym wie die gesamte HDP-Synthese wenig charakterisiert 
[76]. 
 
2.4. Abbau von Carnosin und Anserin 
Carnosin wird durch das Enzym Carnosinase 1 (EC 3.4.13.20, CN1), codiert durch das Gen 
Cndp1 (CNDP1 im Menschen), zu β-Alanin und L-Histidin abgebaut [77]. Dieses Enzym 
besitzt eine hohe Substratspezifität, baut aber neben Carnosin auch Anserin und 
Homocarnosin ab [78]. Die Abbaurate der acetylierten oder methylierten 
Carnosinderivate durch CN1 ist geringer als von Carnosin selbst [79]. CN1 gehört zur 
Familie der M20-Metallopeptidasen mit einem katalytischen Zentrum mit zwei Zn2+-
Ionen und kann als Monomer oder Dimer in vivo vorliegen [80]. Beim Menschen wurde 
CNDP1-Expression vor allem in Gehirn, Leber [78] und der Niere [14] nachgewiesen, 
während in Mäusen und Ratten das Cndp1-Gen nur in der Niere, jedoch nicht im Gehirn 
exprimiert wird [81]. Im Menschen erfolgt zusätzlich die Sekretion der CN1 von der Leber 
ins Blut, was zur ursprünglichen Bezeichnung des Enzyms als human serum carnosinase 
führte [82]. Im Gegensatz zu Nagern ohne Serum-CN1 erschwert dies die orale 
Supplementation von Carnosin beim Menschen, da über den Verdauungstrakt 
aufgenommenes Carnosin im Blut wieder abgebaut wird [13]. Eine temporäre Erhöhung 
im Blut, etwa nach Verzehr von Fleisch, ist dennoch nachweisbar [22]. Die Sekretion der 
CN1 ins Blut wird durch ein Signalpeptid aus 4 bis 8 Leucin-Wiederholungen [83, 84] 
sowie die N-Glykosilierung des Proteins reguliert [85]. Beim Menschen existieren 
mehrere Polymorphismen des CNDP1-Gens, welche die Länge des Signalpeptids 
bestimmen [86]; ab 5 oder weniger Leucin-Wiederholungen ist die Sekretion der CN1 
reduziert [84]. 
Die CN1-Aktivität ist bei Kindern niedriger als bei Erwachsenen, möglicherweise durch 
unterschiedliche Enzymkonformationen [87]. Des Weiteren besitzen Frauen eine 
höhere CN1-Aktivität als Männer [88]. Die Aktivität der CN1 kann durch mehrere 
Mechanismen reguliert werden. Aufgrund der Abhängigkeit von zweiwertigen 
Metallionen, konnte gezeigt werden, dass durch geringe Cadmiumkonzentrationen die 
Aktivität durch Verdrängung eines Zn2+-Ions inhibiert werden kann. Bei höheren 
Konzentrationen, wenn beide möglichen Positionen mit Cadmium-Ionen besetzt sind, 





durch Cystein oder cysteinhaltige Moleküle wie Glutathion möglich, die zu einer 
Konformationsänderung der CN1 führen, welche eine weniger effektive 
Substratbindung ermöglicht [89]. Ein ähnlicher aktivitätsmindernder Effekt wurde durch 
Nitrosylierung durch Stickstoffmonoxid beobachtet, wobei potenziell die gleichen 
Aminosäure-Seitenketten nahe des katalytischen Zentrums des Enzyms als 
Reaktionspartner dienen wie bei der Cysteinylierung. Im Gegenzug führt eine 
Carbonylierung durch reaktive Metabolite wie Methylglyoxal zur Erhöhung der CN1-
Aktivität [90]. 
 
2.5. Carnosin und diabetische Nephropathie 
2.5.1. Diabetische Nephropathie 
Diabetes mellitus besitzt eine Prävalenz von 8,8 % der Weltbevölkerung in 2017 (425 
Millionen) und bis zum Jahr 2045 werden weltweit 629 Millionen Erkrankte 
prognostiziert [91]. Zu den zahlreichen diabetischen Spätkomplikationen gehört neben 
der diabetischen Angio-, Neuro- und Retinopathie die diabetische Nephropathie (DN), 
auch als diabetic kidney disease (DKD) bezeichnet [92]. Diese tritt bei 20 – 40 % aller 
Patienten mit Diabetes mellitus auf und ist die Hauptursache für end stage renal disease 
(ESRD), die schlussendlich durch auf eine auf unter 15 % oder weniger verminderte 
Nierenfunktion eine Dialyse oder Nierentransplantation bedingt, und ohne diese 
Maßnahmen letal ist [93, 94]. Sie ist definiert über eine pathologische 
Konzentrationserhöhung von Albumin im Urin, eine entsprechende Reduktion der 
glomerulären Filtrationsrate (GFR) und glomeruläre Läsionen [95]. Histologisch wird die 
DN in vier Klassen unterteilt. Klasse I zeichnet sich durch eine Verdickung der 
glomerulären Membran und keine/geringe Veränderungen des Gewebes unter dem 
Mikroskop aus. Bei Klasse II kommt es zur mesangialen Expansion ohne noduläre 
Sklerose. Klasse III ist definiert über das Auftreten nodulärer Sklerose (Kimmelstiel-
Wilsons-Läsionen) und in Klasse IV sind mehr als 50 % der Glomeruli durch 
Glomerulosklerose vernarbt [96]. Funktionell kann eine Einteilung der DN-Progression 
anhand der GFR erfolgen [97]. Initial kommt es zur Hyperfiltration mit gesteigerter GFR, 
möglicherweise aufgrund von glomerulärer Hypertrophie [98] oder verändertem Gefäß-





vermeintlicher Normalisierung der GFR bevor der kontinuierliche GFR-Abfall einsetzt 
[100]. 
Zur Entstehung und Progression der DN tragen verschiedene Mechanismen bei. Diese 
sind außer durch die dem Diabetes mellitus zugrundeliegende Hyperglykämie auf eine 
Dyslipidämie und einen erhöhten oxidativem Stress zurückzuführen [101]. Diese 
pathologischen Veränderungen führen unter anderem zur vermehrten Bildung von 
AGEs [102]. AGEs modifizieren ihrerseits Proteine und beeinträchtigen so deren Struktur 
und Funktion. In der Niere führt das Crosslinking der Proteine durch AGEs sowohl zur 
Verdickung der Basalmembranen als auch zur Akkumulation der extrazellulären Matrix 
des Mesangiums [103]. Neben diesen extrazellulären Auswirkungen üben AGEs auch 
Rezeptor vermittelt, z.B. über den AGE-Rezeptor RAGE, intrazellulären Effekte im 
renalen Gewebe aus [104]. 
Durch verschiedene Signalkaskaden wie den mitogen-activated protein kinase-
Signalweg (MAPK) und die Translokation von NF-ΚB kommt es vor allem zu 
expressionsalternierenden Effekten [105]. Eine Folge ist die Aktivierung pro-
inflammatorischer Zytokine, die zur mesangialen Hypertrophie führen und neben der 
Akkumulation der extrazellulären Matrix damit zur Expansion des Mesangiums 
beitragen [101]. Sowohl durch RAGE-gekoppelte Signalkaskaden [106] als auch den 
Glukoseüberschuss [107] entstehen wieder neue ROS und AGEs, sodass auch innerhalb 
der Zellen des Glomerulus vermehrt die Modifikation von Proteinen, Lipididen und 
Nukleinsäuren durch diese stattfindet. 
Neben den Mesangiumzellen ist auch die glomeruläre Filtrationsbarriere bestehend aus 
Endothelzellen, der endothelialen Basalmembran und den Podozyten bei DN verändert. 
Für das Endothel ist vor allem die reduzierte Verfügbarkeit von Stickstoffmonoxid (NO) 
von hoher Bedeutung, da hierdurch der Tonus insbesondere der vorgeschalteten 
Arteriolen, die Proliferation der glomerulären Endothelzellen selbst und die 
Permeabilität der glomerulären Kapillaren reguliert werden [108, 109]. Die lokale NO-
Konzentration ist zum einen in Folge der Neutralisation durch ROS und AGEs [110], aber 
auch durch posttranslationale Modifikationen der endothelialen NO-Synthase (eNOS) 





einen partiellen Verlust der Glykokalyx der Endothelzellen in Folge der ROS-Exposition 
und Hyperglykämie gestört [112]. 
Podozyten bilden die andere Seite der Filtrationsbarriere und tragen mit ihren 
Fußfortsätzen zur größenabhängigen Selektivität dieser Barriere bei. Bei der DN kommt 
es zu einem Podozytenverlust durch eine Reihe unterschiedlicher Signalwege wie RAGE, 
MAPK oder TGFβ, die entweder ein Ablösen oder eine Apoptose der Zellen bedingen 
[113-115]. Außer einem totalen Verlust der Podozyten wurde auch eine Veränderung 
des Filtrations-Diaphragmas durch Umformung und Abflachung der Fußfortsätze gezeigt 
[101], wahrscheinlich als Resultat einer Kombination aus veränderten Diaphragma 
assoziierten Proteinen, abnormer Zytoskelettausbildung und Veränderungen des 
Membranpotenzials der Zellen [116]. Daraus resultiert zusammen mit dem Zellverlust 
eine verringerte Selektivität der glomerulären Filtrationsbarriere und damit eine 
Proteinurie. 
Während der Verlust von Podozyten und die mesangiale Expansion frühe Anzeichen der 
DN sind, unterlaufen die Tubuli der Niere parallel dazu eine Phase der Hyperplasie mit 
einem Wechsel zur Hypertrophie [117]. Die Hyperplasie wird durch die erhöhte Aktivität 
und Expression verschiedener Wachstumsfaktoren angetrieben [118], die wiederum 
eine Ornithindecarboxylase-Überexpression (ODC), welche einen limitierenden Schritt 
im Zellzyklus zwischen in Hyperplasie und Hypertrophie kontrolliert [119], aktivieren. 
Der Wechsel zur Hypertrophie erfolgt durch TGFβ [120, 121], das nicht nur in den Tubuli, 
sondern allgemein substanziell zum Wachstum der Niere bei Diabetes mellitus beiträgt 
[122]. Auch die für die Progression der DN zur ESRD bedeutende Fibrosierung der Tubuli 
[123], kann neben anderen Faktoren wie der mesenchymalen Transition von 
Tubulusepithelzellen [124] mit einer Induktion durch TGFβ in Verbindung gebracht 
werden [125]. 
 
2.5.2. Therapeutisches Potenzial von Carnosin 
Die Prävention und Behandlung der DN ist generell auf bekannte Risikofaktoren wie 
Bluthochdruck, Hyperglykämie, Dyslipidämie, eine lang andauernde diabetische 
Stoffwechsellage und Übergewicht fokussiert [126, 127]. Die konventionelle Therapie 
besteht zumeist aus dem Einsatz von angiotensin converting enzyme-Inhibitoren (ACE-





Blutzuckerkontrolle [130] und lifestyle-Interventionen wie moderater Ausdauersport 
oder eine Ernährungsumstellung [131]. Hierüber kann zwar teilweise eine effektive 
Verbesserung des Zustands von Patienten mit DN erreicht werden, doch ob z.B. eine 
strikte glykämische Kontrolle tatsächlich einen Funktionsverlust der Niere verhindern 
kann, ist immer noch Gegenstand von Diskussionen [132, 133]. Auch die große 
Bedeutung von reaktiven Metaboliten für die Entstehung und Progression der DN ist 
eine vergleichsweise neue Erkenntnis und fließt kaum in die Behandlung mit ein. Hieraus 
entsteht ein großes Potenzial von Carnosin für die Therapie der DN. 
Ein Großteil der Erforschung der therapeutischen Anwendungsmöglichkeiten von 
Carnosin bei Diabetes mellitus wurde in Nagern durchgeführt. Durch das Fehlen einer 
Serum-CN1 gestaltet sich die orale Supplementation hier im Kontrast zum Menschen 
vergleichsweise einfach und führt zu erhöhten Serum- und Gewebekonzentrationen von 
Carnosin. In diabetischen Ratten führte eine 12-wöchige orale Carnosinsupplementation 
zu 100-fach erhöhten renalen Carnosinspiegeln [134] und eine 24-wöchige 
Supplementation zu 14-fach erhöhten renalen Konzentrationen in Zucker obese rats 
[135]. Sowohl in der Wahl des Diabetesmodells als auch bei der Dauer und Dosis der 
Carnosinsupplementation gibt es eine große Variabilität in diesen Tiermodellen. So 
wurden beispielsweise sowohl Streptozotocin (STZ) induzierte Typ I-Diabetes-Modelle 
[136] als auch Typ II-Diabetes-Modelle wie BTBR ob/ob-Mäuse genutzt [137]. Auch der 
beobachtete Einfluss von Carnosin auf diabetischen Komplikationen variiert in 
verschiedenen Studien, was unter anderem durch das Fehlen einheitlicher 
Untersuchungskriterien begründet ist. Konsistent war dennoch oftmals eine Reduktion 
von Albuminurie bzw. Proteinurie bei Carnosinsupplementation in Typ I- [138, 139] und 
auch Typ II- [90, 140] Diabetes-Modellen. Darüber hinaus konnte auch eine 
Verbesserung der Morphologie durch Carnosin festgestellt werden. Sowohl in db/db-
Mäusen [140] als auch in Zellkulturexperimenten mit Mesangialzellen von Ratten unter 
hyperglykämischen Bedingungen [141] konnte eine Verringerung der mesangialen 
Expansion bzw. Proliferation gemessen werden. Carnosin verhinderte den Verlust von 
Podozyten in STZ behandelten Ratten [134, 139] und BTBR ob/ob-Mäusen [137]. Auch 
die glomeruläre Fibrosierung [142], Verdickung der Basalmembran und 





vermindert werden. Die Reduktion der glomerulären Hypertrophie legt darüber hinaus 
eine Minimierung der renalen Hyperfiltration durch Carnosin nahe [143]. 
Die positiven Auswirkungen von Carnosin in Nagern auf die Vielzahl der pathologischen 
Veränderungen der Niere bei der DN konnten auf verschiedene Mechanismen 
zurückgeführt werden. Hierzu gehört der Einfluss auf die Glukosehomöostase. In den 
diabetischen Tiermodellen konnte der Blutzuckerspiegel [136, 144] bzw. der Anteil des 
glykierten Hämoglobins (HbA1C) [137] durch Carnosinsupplementation normalisiert 
werden. Zusätzlich wurde eine erhöhte Expression des Insulingens [19] sowie ein 
Anstieg der β-Zellen-Masse [20] mit gesteigerter Insulinmenge [136, 145, 146] in 
diabetischen Tiermodellen durch Carnosingabe beobachtet. Auch eine Reduktion der 
bei Diabetes mellitus erhöhten ROS- sowie AGE-Konzentrationen konnte durch 
Carnosinsupplementation detektiert werden. Die Konzentration von AGEs war in 
diabetischen nephrektomierten Ratten [139] und nicht-diabetischen ApoE-
Knockoutout-Mäusen [142] unter Carnosingabe verringert. In STZ behandelten Ratten 
reduzierte Carnosin sowohl das reaktive Intermediat Malondialdehyd (MDA) als auch 
AGEs [147]. Carboxymethyllysin (CML), das einen prominenten Vertreter der AGEs 
darstellt [148], wurde in db/db-Mäusen durch Carnosininjektion in verminderter 
Konzentration detektiert [140]. Auch das Quenching von Acrolein [137] sowie 
verringerte Lipoxidation [136] gehören zu den beobachteten Effekten von Carnosin in 
diabetischen Tieren. Ebenfalls beschrieben ist der Einfluss auf zytoprotektive und anti-
oxidative Systeme durch Carnosin. Hierzu gehört eine erhöhte Glutathionkonzentration 
[149] sowie eine gesteigerte Katalase- [136] und Superoxiddismutase-Aktivität [150, 
151]. 
Diese Studien betrachten natürlich stets nur einige der genannten Parameter und zeigen 
auch zum Teil widersprüchliche Resultate. Des Weiteren sind Effekte nicht immer nur 
auf eine Ursache zurückzuführen und vollständig voneinander trennbar. Beispielsweise 
kann Carnosin vermutlich ROS direkt inaktivieren [41, 42] und damit deren 
Konzentration reduzieren. Durch die Verknüpfung von Hyperglykämie mit erhöhten 
ROS-Konzentrationen [152] kann aber eine Normalisierung des Blutglukosespiegels 
wahrscheinlich ebenso die ROS-Produktion verringern. Hierdurch bleibt nicht nur unklar 
wie groß der Beitrag einzelner potenziell protektiver Effekte von Carnosin bei Diabetes 





Niere gegenüber einer systemischen Wirkung auf die Glukosehomöostase, die sekundär 
auch das Nierengewebe beeinflussen kann. 
Naturgemäß sind humane Studien im Vergleich zu den Experimenten mit Tiermodellen 
limitierter und die hohe Serum-Aktivität der CN1 beim Menschen im Vergleich zum 
Nager erschwert Therapieansätze bei Diabetes mellitus mittels Carnosin-
Supplementation. Da die CN1-Aktivität durch Carbonylierung des Enzyms erhöht wird, 
ist zusätzlich der Carnosinabbau beim Diabetes mellitus durch die erhöhten 
Konzentrationen reaktiver Metabolite gesteigert [90]. Die Sekretion der CN1 von der 
Leber ins Blut ist abhängig von einem Signalpeptid aus 4 bis 8 Leucin-Wiederholungen 
und ab 5 oder weniger Wiederholungen reduziert [84]. Es konnte gezeigt werden, dass 
Patientinnen mit Typ II Diabetes mellitus und einem Polymorphismus, der die Anzahl der 
Leucin-Wiederholungen auf 5 reduziert (CTG5), dem sogenannten Mannheim-Allel, ein 
geringeres Risiko für die DN aufweisen [86, 153]. Diese Assoziation konnte in 
Gewebebiopsien von Patienten mit Diabetes mellitus bestätigt werden [154]. Auch in 
anderen Ethnien wie Kaukasiern [155], Japanern [156], Süd-Asiaten [157] und Nord-
Indern [158] konnte eine Verbindung zwischen dem Mannheim-Allel und der DN gezeigt 
werden. Der protektive Effekt des Polymorphismus ist vermutlich nicht auf die DN 
beschränkt und konnte auch bei Kindern mit einer langsam progredienteren 
Glomerulonephritis, nicht aber mit anderen Glomerulopathien assoziiert werden [159, 
160]. Aus der Beobachtung dieser positiven Effekte bei reduzierter Serum-Aktivität 
resultierten ebenfalls Therapieansätze mit CN1-Inhibitoren wie Carnostatine, das 
effektiv die Aktivität der CN1 minimiert und die Konzentration von Carnosin in der 
Zirkulation erhöht [161]. 
Trotz des zusätzlichen Hindernisses der Serum-Aktivität der CN1 beim Menschen 
existieren Studien zum therapeutischen Einsatz bei Diabetes mellitus und DN, die 
ähnliche Effekte wie in den Tiermodellen zeigen konnten. In Individuen mit gestörter 
Glukosetoleranz konnte eine mehrwöchige Carnosingabe den Nüchterninsulinspiegel 
erhöhen und den Blutzuckerspiegel im Vergleich zu Kontrollen im Glukosetoleranztest 
signifikant reduzieren [162]. In prä-diabetischen Probanden [163] und Typ II-Diabetes-
Patienten [164] führte Carnosinsupplementation zur Erniedrigung des 
Blutzuckerspiegels. In Patienten mit DN verringerte eine Carnosinbehandlung die 





reduzierte die HbA1c-Konzentration und verbesserte die Proteinurie [164, 165]. Aus der 
Kombination der Hemmung der CN1 im Serum über Inhibitoren wie Carnostatine und 
paralleler Supplementation mit Carnosin ergibt sich somit auch beim Menschen ein 




Das Dipeptid Carnosin und sein Derivat Anserin zeigten in vielen Studien einen positiven 
Einfluss auf den Verlauf einer Diabetes mellitus-Erkrankung und die Entstehung sowie 
Progression damit assoziierter Komplikationen bzw. Spätschäden wie der diabetischen 
Nephropathie. In den Nieren von Mäusen sowie des Menschen erfolgt der Abbau von 
Carnosin durch das Enzym Carnosinase 1 (CN1), die Synthese von Carnosin durch die 
Carnosinsynthase (CS). Die protektive Wirkung von Carnosin wurde bereits sowohl in 
vitro als auch in vivo gezeigt. In vitro konnte Carnosin reaktive Metabolite wie Produkte 
der Lipid- und Proteinoxidation inaktivieren, eine Wirkung als Antioxidans wird 
diskutiert. In in vivo-Modellen der diabetischen Nephropathie führte die 
Supplementation von Carnosin zu einer deutlichen Verbesserung der 
Glukosehomöostase und verringerte die Albuminurie, mesangiale Expansion und 
glomeruläre Fibrosierung. Beim Menschen korreliert ein niedriger Carnosinabbau mit 
einem relativen Schutz vor der diabetischen Nephropathie, insbesondere bei Frauen. 
Unklar bleibt über welchen Mechanismus diese Protektion, sowohl auf zellulärer Ebene 
als auch im Tiermodell, erfolgt. Es ist nicht bekannt, ob diese in vitro beobachteten 
Effekte auch lokal in den Nieren wirksam sind oder doch vielmehr ein systemischer 
Effekt über die Glukosehomöostase hierfür verantwortlich ist. 
Um dies aufzuklären wurde in dieser Arbeit: 
1. Ein Mausmodell mit einem homozygoten, globalen Knockout des Carnosinase 1-
Gens (Cndp1) charakterisiert. Da in der Maus die Carnosinase 1 lediglich im 
Nierengewebe exprimiert wird, stand die Morphologie und Funktionalität der 





2. Zusätzlich wurden mögliche Schutzmechanismen gegen oxidativen Stress und 
chronische Entzündungsprozesse im Nierengewebe auf Gen- und Proteinebene 
untersucht. 
3. Ebenso sollte überprüft werden, ob von erhöhten renalen 
Carnosinkonzentrationen systemische Effekte auf Glukosehomöostase sowie 
Körper- und Organgewichte ausgehen. 
4. Ob eine mögliche Wechselwirkung zwischen Carnosin und Methylglyoxal, einem 
reaktiven Aldehyd, dessen Konzentration bei Patienten mit Diabetes mellitus 
erhöht ist, vor diabetischen Spätkomplikationen schützen kann, war ebenfalls 
Gegenstand dieser Untersuchungen. Vor der Übertragung in das 
Cndp1-Knockout-Mausmodell, sollte dies zuerst mechanistisch in zellfreier 
Umgebung und nachfolgend im Zellkulturmodell mit humanen 
Tubulusepithelzellen aufgeklärt werden. 
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HEPES ≥ 99,5 %, BioScience-Grade Roth, Karlsruhe 
Hydroxylamine hydrochloride ReagentPlus®, 
99 % 
Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
Imidazol ≥ 99 % Roth, Karlsruhe 
Kaliumchlorid ≥ 99,5 %, p.a., ACS, ISO Roth, Karlsruhe 
L-Carnosine Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
Methanol, ≥ 99,9 %, p.a., ACS Roth, Karlsruhe 
Milchpulver Blotting-Grade, pulv., fettarm Roth, Karlsruhe 
Monobrombimane Merck, Darmstadt 
N ε-(tert-Butoxycarbonyl)-L-Lysin TCI Deutschland, Eschborn 
NaCl 0,9 % B.Braun, Ecolav® B. Braun Melsungen, Melsungen 
Natriumacetat ≥ 98,5 %, reinst, wasserfrei Roth, Karlsruhe 
Natriumchlorid > 99,8 %, mit Antibackmittel Roth, Karlsruhe 
Natriumhydroxid ≥ 99 % Roth, Karlsruhe 
N-Ethylmaleimide Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
Phthaldialdehyde for fluorescence, ≥ 99.0 % 
(HPLC)  
Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
Potassium phosphate monobasic Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
Rotiphorese® Gel 30 (37,5 : 1) Roth, Karlsruhe 
Salzsäure rauchend 37 %, p.a. Roth, Karlsruhe 
Sodium deoxycholate ≥ 97 % (titration)  Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
TEMED, 99 %, p.a., für die Elektrophorese Roth, Karlsruhe 
Tetrahydrofuran stabilisiert, EMSURE® ACS, 
Reag. Ph. Eur. zur Analyse 
Merck, Darmstadt 
Thiazolyl Blue Tetrazolium Bromide powder, 
BioReagent, suitable for cell culture 
Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
Tris GE Healthcare, Chicago, USA 





Tween® 20, Ph.Eur. Roth, Karlsruhe 
Wasser für die HPLC neoLab, Heidelberg 
 
3.1.2. Kits und Standards 
Bezeichnung Hersteller 
6x DNA loading dye Thermo Scientific, Waltham, USA 
AccQ-Tag Ultra Derivatization Kit Waters, Milford, USA 
Color Protein Standard, Broad Range New England Biolabs, Ipswich, 
USA 
Creatinine Colorimetric/Fluorometric Assay Kit BioVision, Milpitas, USA 
DC™ Protein Assay Bio-Rad, München 
GeneRuler 1 kb DNA Ladder Thermo Scientific, Waltham, USA 
GeneRuler 100 bp DNA Ladder Thermo Scientific, Waltham, USA 
Mouse Albumin ELISA Alpco, Salem, USA 
OxiSelect™ Methylglyoxal (MG) Competitive 
ELISA Kit 
Cell Biolabs, San Diego, USA 
OxyBLot™ Protein Oxidation Detection Kit Merck, Darmstadt 
Phire Tissue Direct PCR Master Mix Thermo Scientific, Waltham, USA 
Rneasy Mini Kit Qiagen, Hilden 
 
3.1.3. Enzyme und Lösungen 
Bezeichnung Hersteller 
Clarity Western ECL Substrate Biorad, Hercules, USA 
cOmplete™, Mini, EDTA-free Protease Inhibitor 
Cocktail 
Roche, Basel, Schweiz 
Deoxynucleotide Mix 10 mM Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
DNase I recombinant, RNase free Roche, Basel, Schweiz 
Insuman® Rapid 40 I.E./ml Injektionslösung in 
einer Durchstechflasche 
Sanofi-Aventis, Paris, Frankreich 
Pierce™ Protein-Free (PBS) Blocking Buffer Thermo Scientific, Waltham, USA 
Random Hexamer Primer Thermo Scientific, Waltham, USA 
SuperScript IV Reverse Transcriptase Thermo Scientific, Waltham, USA 
SYBR® Green JumpStart™ Taq Ready Mix Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
 
3.1.4. Zellkulturmedien und Zusätze 
0.25% Trypsin-EDTA (1x) Thermo Scientific, Waltham, USA 
DMEM (1X) Glutamax Thermo Scientific, Waltham, USA 
DPBS Thermo Scientific, Waltham, USA 
Fetal Bovine Serum Thermo Scientific, Waltham, USA 
Interferon-γ from mouse ≥ 98 % (SDS-PAGE) Sigma Aldrich, St. Louis, USA 
Pen Strep Penicillin Streptomycin Thermo Scientific, Waltham, USA 







DHB Matrix  
2,5-Dihydroxybenzoesäure 20 mg/ml 
Methanol 60 % (v/v) 
Trifluoressigsäure 0,1 % (v/v) 
  
Krebs-Ringer-HEPES-Puffer  
BSA 0,1 % (w/v) 
CaCl2 1,25 mmol/l 
Glukose 5 mmol/l 
KCl 4,7 mmol/l 
MgSO4 1,25 mmol/l 
NaCl 136 mmol/l 
pH 7,4  
  
Lysepuffer für C/A-Konzentrationen und 
Carnosinase-Aktivität (Mausorgane) 
 
HEPES 20 mmol/l 
Mannitol 210 mmol/l 
Saccharose 70 mmol/l 
pH 7,2  
  
Lysepuffer für C/A-Konzentrationen und 
Carnosinase-Aktivität (Zellen) 
 
NaF 20 mmol/l 
NaCl 150 mmol/l 
Tris/HCl pH 8,9 20 mmol/l 
Triton X 100 1 % (v/v) 
  
PBS-Puffer  
NaCl  8,0 g/l 
Na2HPO4  11,5 g/l 
KCl  0,2 g/l 
KH2PO4  0,2 g/l 
auf pH 7,4 mit HCl  
  
PBST-Puffer  
NaCl  8,0 g/l 
Na2HPO4  11,5 g/l 
KCl  0,2 g/l 
KH2PO4  0,2 g/l 
Tween20 0,1 % (v/v) 







Natriumdeoxycholat 0,5 % (w/v) 
NaCl 150 mmol/l 
Tris/ HCl pH 8,0 50 mmol/l 
Triton X 100 0,1 % (v/v) 
SDS 0,1 % (w/v) 
  
SDS-PAGE Ladepuffer (6x)  
Bromphenolblau 0,06 % (w/v) 
Glycerol 45 % (v/v) 
β-Mercaptoethanol 12 % (v/v) 
SDS 12 % (w/v) 
Tris/HCl pH 6,8 480 mmol/l 
  
SDS-PAGE Laufpuffer  
Glycin 14,4 g/l 
SDS 1 g/l 
Tris  3,02 g/l 
  
SDS-PAGE Sammelgelpuffer  
SDS 0,4 % (w/v) 
Tris/HCl pH 6,8 1,5 mol/l 
  
SDS-PAGE Trenngelpuffer  
SDS 0,4 % (w/v) 
Tris/HCl pH 8,8 1,5 mol/l 
  
Western Blot Anodenpuffer  
Methanol 20 % (v/v) 
Tris/HCl pH 7,4 75 mmol/l 
  
Western Blot Kathodenpuffer  
ε-Aminocapronsäure 40 mmol/l 
Methanol  20 % (v/v) 




Bezeichnung Typ/Modell Hersteller 














3.1.6.4. SDS-PAGE und Western Blot 
 
3.1.6.5. UPLC (Aminosäuren) 
HPLC-Säule Jupiter® 5 µm C18 
300 Å, LC Column 
250 x 4.6 mm 
Phenomenex, 
Aschaffenburg 
Pumpen-System System Gold 126 
Solvent Module 
Beckman Coulter, Brea, 
USA 
Bezeichnung Typ/Modell Hersteller 
NMR-Spektrometer Bruker Avance II Bruker Daltonik, 
Billerica, USA 
Bezeichnung Typ/Modell Hersteller 
Elektrophoresekammer Eigenbau Universitätsklinikum 
Heidelberg, Heidelberg 
Mikrowellenherd R-233(W) Sharp, Osaka, Japan 
Nanophotometer Nanodrop Lite Thermo Scientific, 
Waltham, USA 
Netzteil E835 Consort, Turnhout, 
Belgien 
Thermocycler C1000 Touch™ 
Thermal Cycler 
BioRad, Hercules, USA 
Thermocycler (qPCR) CFX Connect™ 
Real-Time PCR 
Detection System 
BioRad, Hercules, USA 
UV-Transilluminator CN-TFX Vilber, Eberhardzell 
Bezeichnung Typ/Modell Hersteller 
Elektrophoresekammer Y001.1 Roth, Karlsruhe 
Netzteil EV3020 Consort, Turnhout, 
Belgien 
























Zielgen Forward primer (5′ nach 3’) Reverse primer (5′ nach 3’) 
Actnβ GGCACCACACCTTCTACAATG GGGGTGTTGAAGGTCTCAAAC- 
Gcs GATCCTCCAGTTCCTGCACATC GGAGATGGTGTATTCTTGTCC 
Hspa1 GAGATCGACTCTCTGTTCGAGG GCCCGTTGAAGAAGTCCTG 
HSPA1 TTTGAGGGCATCGACTTCTACA CCAGGACCAGGTCGTGAATC 
Nos2 AATCTTGGAGCGAGTTGTGG AATCTTGGAGCGAGTTGTGG 
Nfe2l2 CGAGATATACGCAGGAGAGGTAAGA GCTCGACAATGTTCTCCAGCTT 
SLC15A1 ATGTGGCTTCAATTTCACCT GTTAAGACCATCCTTTACCACC 
Gekoppeltes Massenspektrometer Vion IMS QTof Waters, Milford, USA 
UPLC-Säule  CORTECS UPLC C18 
Column, 90 Å, 1.6 
µm, 2.1 mm X 100 
mm 
Waters, Milford, USA 
UPLC-System ACQUITY UPLC I-
Class System 
Waters, Milford, USA 
Bezeichnung Typ/Modell Hersteller 
Fluoreszenzdetektor ACQUITY-UPLC-
FLR-Detektor 
Waters, Milford, USA 
UPLC-Säule ACQUITY UPLC BEH 
Shield RP18 
Column, 130 Å, 1.7 
µm, 2.1 mm X 50 
mm 
Waters, Milford, USA 
UPLC-System ACQUITY UPLC H-
Class System PLUS 
Waters, Milford, USA 
Bezeichnung Typ/Modell Hersteller 
Inkubator CB160 E6 Binder, Tuttlingen 






SLC15A2 CTTCTGGTTCTTATCTTCATCCC ATACTGTTCCCATCTTCACGA 
SLC15A3 CTTCACCTCCACATCCCAAA GCTGGCAAAGATCTCACTGA 
SLC15A4 GAGTCTTCATTTGAGGATTCCA AGCTGAGTATGCAAATTCCA 
SLC6A6 GGATGGATTTCTTCTGCCGA GAGATGAGATATACCAACTTCACC 
Tgfβ CAACAATTCCTGGCGTTACCTTGG GAAAGCCCTGTATTCCGTCTCCTT 
Tnfα AATGGCCTCCCTCTCATCAGTT CCACTTGGTGGTTTGCTACGA 
 
3.1.8. Zellen der in vitro-Versuche 
Zelltyp Spezifizierung Bezeichnung Herkunft 
Mesangialzellen immortalisiert, 
Mus musculus 







SV40 Immortomouse Charles River, 
Sulzfeld 
Tubulusepithelzellen immortalisiert, 









In dieser Arbeit wurden Cndp1-Knockoutmäuse (Cndp1-KO) der Linie 
B6;129S5-Cndp1tm1Lex/Mmucd (#032215; MMRRC UC Davis, Davis, USA) verwendet. Bei 
diesen Tieren wurde durch homologe Rekombination zielgerichtet eine Mutation in den 
Exons 8 und 9 des Cndp1-Gens erzeugt. Diese Tiere wurden für 10 Generationen mit 
C57BL/6J Mäusen (Charles River, Sulzfeld,) gekreuzt. Durch Rückkreuzung entstandene 
Nachkommen, die homozygote Träger des Cndp1-Knockouts waren, wurden in den 
Versuchen eingesetzt. Als Kontrollgruppe der Versuche dienten Individuen gleichen 
Alters mit zwei Wildtyp-Allelen des Cndp1-Gens (WT). Die Tierexperimente dieser Arbeit 
wurden mit 11 und 55 Wochen alten Mäusen durchgeführt. Die 11 Wochen alte Tiere 
sind als vollständig entwickelte Adulti vor dem Einsetzen der Seneszenz und die 55 








Die Haltung der Mäuse erfolgte unter spezifisch pathogenfreien Bedingungen in der 
Interfakultären Biomedizinische Forschungseinrichtung (IBF) der Universität Heidelberg 
mit einem 12-stündigen Licht-Dunkelheit-Rhythmus bei 23 °C sowie Futter- und 
Wasserversorgung ad libitum. Die Verpaarung der Mäuse fand bei beiden Geschlechtern 
in einem Altersbereich von 8 bis 40 Wochen statt. 
 
3.2.1.3. Genotypisierung der Mäuse 
Zur Feststellung des Genotyps der Mäuse wurden Gewebebiopsien von Schwanz und 
Ohr verwendet. Hierbei wurde mittels Phire Tissue Direct PCR Master Mix ohne DNA-
Aufreinigung direkt eine PCR aus Gewebestücken von 0,5 mm Durchmesser 
durchgeführt. Die Reaktionsansätze wurden nach Protokoll des Kits erstellt und je Probe 
mit zwei Primerpaaren - eines mit Spezifität für das Wildtyp-Allel und eines mit Spezifität 
für das Carnosinase 1-Knockout-Allel - eine Amplifikation vorgenommen (Tabelle 1). 
 
Tabelle 1: Primersequenzen zur Genotypisierung der Cndp1-Knockoutmäuse und Wildtypmäuse. 
Wildtyp spezifisches Primerpaar 
 Name Sequenz 
5‘-Primer DNA020-17 5‘-CGTCTAGTCCCTACCATGTCTC-3‘ 
3‘-Primer DNA020-18 5‘-CCGCACCTCCAAATGGCTAGT-3‘ 
 
Cndp1-Knockout spezifisches Primerpaar 
 Name Sequenz 
5‘-Primer NEO3a 5‘-GCAGCGCATCGCCTTCTATC-3‘ 
3‘-Primer DNA020-18 5‘-CCGCACCTCCAAATGGCTAGT-3‘ 
 
Die PCR erfolgt entsprechend des folgenden Schemas: 
 
Tabelle 2: Amplifikationsschema der Genotypisierungs-PCR der Cndp1-Knockoutmäuse und Wildtypmäuse. 
Wildtyp spezifisches Primerpaar 
 Temperatur (°C) Zeit (s) Anzahl der Zyklen 
Initiale 
Denaturierung 
98 300 1 
Denaturierung 98 10 40 
Annealing 65 5 40 
Elongation 72 20 40 






Cndp1-Knockout spezifisches Primerpaar 
Initiale 
Denaturierung 
98 300 1 
Denaturierung 98 10 40 
Annealing und 
Elongation 
72 20 40 
Finale Elongation 72 120 1 
 
Die Proben wurden nach der Amplifikation durch PCR mit Ladepuffer versetzt und bei 
120 V in einem 2%-igen Agarosegel (w/v in TAE-Puffer mit 20 µl 1 % Ethidiumbromid) 
aufgetrennt. Es folgte die Illumination unter UV-Licht zur Auswertung der 
Amplifikationsprodukte. Die erwartete Größe des Amplifikats des Wildtyp spezifischen 
Primerpaars beträgt 283 bp und des Cndp1-Knockout spezifischen Primerpaars 373 bp. 
War nur ein Amplifikat nachzuweisen, wurde das Tier als Wildtypmaus, respektive 
homozygote Cndp1-Knockoutmaus klassifiziert. Konnten beide Amplifkationsprodukte 
in Proben einer Maus gezeigt werden, so handelte es sich um ein Individuum, das 
heterozygot für den Cndp1-Knockout war. 
 
3.2.1.4. Körper- und Organgewichte 
Das Körpergewicht der Tiere wurde jeweils vor der Tötung mittels Feinwaage bestimmt. 
Futter und Wasser waren bis zu diesem Zeitpunkt ad libitum verfügbar. Die einzelnen 
Organe wurden sofort nach der Tötung der Mäuse und der Präparation vor dem 
Einfrieren in flüssigem Stickstoff gewogen. 
 
3.2.1.5. Intraperitonealer Insulin- und Glukosetoleranztest 
Vor Beginn der Tests wurden die Tiere für 5 Stunden auf Futterentzug gesetzt und 
während der Durchführung der Versuche ohne Futter und auch ohne Wasser belassen. 
Die Mäuse wurden fixiert, der Schwanz desinfiziert und mit einer Kanüle eine Vene 
punktiert. In einem Tropfen des austretenden Bluts wurde die Glukosekonzentration mit 
einem Blutzuckermessgerät bestimmt. Dieser Wert repräsentiert den Basalwert. Für 
den Insulintoleranztest wurde die Insulinstammlösung mit steriler physiologischer 
Kochsalzlösung auf 1 U/ml verdünnt und den Tieren 1 U/kg Körpergewicht 
intraperitoneal appliziert. Für den Glukosetoleranztest wurde 2 g/kg Körpergewicht 





Bei beiden Experimenten wurde nach 5, 10, 15, 20, 25, 30, 60, 100 und 120 Minuten 
nach der Applikation die Blutglukosekonzentration der Tiere gemessen. Zwischen den 
jeweiligen Messpunkten wurden die Mäuse wieder in ihre Käfige transferiert. Nach dem 
Abschluss des Versuchs wurde die Wunde am Schwanz nochmals mit 70 % Ethanol 
abgewischt und kontrolliert, dass der Blutfluss gestoppt wurde. Den Tieren wurde 
wieder Futter und Wasser zur Verfügung gestellt. 
 
3.2.1.6. Albumin- und Creatinin-Konzentration im Urin 
Zur Bewertung der Proteinurie wurde das Verhältnis von Albumin zu Creatinin im 
Spontanurin der Mäuse bestimmt. Für Albumin wurde nach dem Protokoll des Mouse 
Albumin ELISA Kits und für Creatinin nach Protokoll des Creatinine 
Colorimetric/Fluorometric Assay Kit verfahren. 
 
3.2.1.7. Glomeruläre Filtrationsrate  
Die glomeruläre Filtrationsrate (GFR) der Mäuse wurde durch transkutane 
Fluoreszenzmessung der Clearance (Eliminierung) von Fluoresceinisothiocyanat (FITC)-
Sinistrin durch die Nieren aus dem Blut ermittelt. Einen Tag vor der Messung wurden die 
Mäuse anästhesiert (initiale Narkose: 5 % Isofluran und 600 ml Sauerstoff pro Minute; 
Erhaltungsnarkose: 2,5 % Isofluran und 200 ml Sauerstoff pro Minute) und der seitliche 
Brust- und Rückenbereich rasiert, sowie danach mit Enthaarungscreme vollständig 
enthaart. Am folgenden Tag wurden die Mäuse auf gleiche Weise erneut narkotisiert 
und die Messapparatur bestehend aus einer Licht emittierenden Diode (λex = 480 nm) 
Zur Anregung des FITC und einer Fotodiode zur Fluoreszenzdetektion (λem = 520 nm) 
mit doppelseitigem Klebefilm an der tags zuvor enthaarten Stelle angebracht. Die Tiere 
wurden weitere 2 Minuten in Narkose belassen um den Hintergrundwert zu bestimmen. 
Es folgte die retro-orbitale Injektion von 60 µl FITC-Sinistrinlösung (50 mg/ml in steriler 
Kochsalzlösung) und die Beendigung der Narkose. Die Tiere wurden zurück in ihre Käfige 
überführt. Nach 2 Stunden wurde die Messung abgeschlossen und die Geräte ohne 
zusätzliche Anästhesie entfernt. Die Messgeräte wurde am Computer mittels MPD-Lab 







3.2.1.8. Lokalisierung von Carnosin, Anserin, GSH und GSSG in der Niere 
Die Lokalisierung von Carnosin, Anserin, reduziertem Glutathion (GSH) und Glutathion-
Disulfid (GSSG) in der Niere wurde in Zusammenarbeit mit Boehringer Ingelheim Pharma 
GmbH und Co. KG, Biberach durchgeführt. Es wurde hierzu schockgefrorenes 
Nierengewebe von 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäuse und Wildtypkontrollen 
verwendet und Serienschnitte mit einer Dicke von 14 µm mittels Kryomikrotom erstellt, 
die auf Indium-Zinnoxid beschichtete Glasträger (ITO) transferiert wurden. Diese ITO-
Träger wurden mit einem Flachbettscanner digitalisiert und bis zur Analyse in einem 
Exsikkator getrocknet. Gewebeschnitte, die im Positive-Ionen-Modus gemessen werden 
sollten, wurden mit einer DHB-Matrix besprüht. Für Messungen im Negative-Ionen-
Modus wurde eine 9-Aminoacridin-Matrix (10 mg/ml in 70 % Ethanol) verwendet. 
Folgend wurde Matrix unterstützte Laser-Desorption/Ionisation Massenspektroskopie 
(MALDI-MS) zum Mass Spectrometry Imaging (MSI) eingesetzt. Die Messung für Anserin 
und Carnosin wurde im Positive-Ionen-Modus mit einer Erhöhung des Dynamikumfangs 
durch Continuous Accumulation of Selected Ions (CASI) mit multiplen m/z-Fenstern mit 
einer Abweichung von ± 5 vom theoretischen m/z-Verhältnis des Zielmoleküls 
durchgeführt. Die Analyse für GSH und GSSG erfolgte im Negative-Ionen-Modus im Full-
Scan-Modus mit einem m/z-Umfang von 100 bis 3000. m/z-Abbildungen wurden mit 
flexImaging 5.0 (Bruker Daltonik, Billerica, USA) erstellt. Um Schwankungen der Pixel-zu-
Pixel-Intensität zu korrigieren, wurde das Spektrum jedes Bildpunkts gegen die 
Quadratwurzel der Intensität der Gesamtheit seiner Datenpunkte normalisiert. Die 
untersuchten Verbindungen (Anserin, Carnosin, GSH, GSSG) wurden auf Grundlage der 
akkuraten Masse (< 0,2 Da im CASI-Modus und < 0,005 Da im Full-Scan-Modus) und 
durch den Vergleich mit einem Referenzstandard auf demselben ITO-Glasträger 
außerhalb des Gewebeschnitts annotiert. 
 
3.2.1.9. Histologische Färbungen 
Histologische Färbungen wurden in Zusammenarbeit mit der Gewebebank des 
Nationalen Centrums für Tumorerkrankungen (NCT), Heidelberg und der Abteilung für 
Neuropathologie des Universitätsklinikums Heidelberg durchgeführt. In Formalin 
fixiertes und in Paraffin eingebettetes Material der mit PBS perfundierten Mausorgane 





Säurefuchsin-Orange G (SFOG) angefärbt sowie der periodic acid–Schiff reaction (PAS) 
unterzogen und anschließend mit einem Objektträger-Scanner digitalisiert. Folgend 
wurden die Schnitte nach pathologischen Kriterien evaluiert. Zusätzlich wurden die 
Färbungen der Schnitte des Nierengewebes densitometrisch mit QuPath v0.1.2 (public 
domain) bezüglich der Deposition angefärbten Materials in den Glomeruli ausgewertet. 
 
3.2.1.10. Aminosäure-Konzentrationen 
Die Konzentrationen der kanonischen proteinogenen Aminosäuren Alanin, Asparagin, 
Asparaginsäure, Glutamin, Glutaminsäure, Glycin, Histidin, Isoleucin, Leucin, Lysin, 
Methionin, Ornithin, Prolin, Serin, Tyrosin und Valin im Nierengewebe und β-Alanin in 
Muskel, Niere und Serum von Cndp1-Knockoutmäusen und Wildtypkontrollen wurden 
in Zusammenarbeit mit dem Centre for Organismal Studies (COS) der Universität 
Heidelberg vorgenommen. Jeweils 30 mg Gewebe wurde hierzu mit 300 µl 100 mmol/l 
HCl in einem Ultraschallbad homogenisiert und 2 Mal 10 Minuten bei 16400 g und 4 °C 
zentrifugiert. Das Sediment wurde verworfen. Die Bestimmung der proteinogenen 
Aminosäuren erfolgte nach der Methode von Weger et al. [167] β-Alanin wurde dafür 
zuvor mit dem Fluoreszenzfarbstoff AccQ-Tag nach Protokoll des Herstellers markiert. 
Die Analyse wurde mit einem ultra performance liquid chromatography (UPLC)-System, 
das an ein Quadrupol-Flugzeitmassenspektrometer (quadrupole time-of-flight; QTof) 
gekoppelt war, durchgeführt. Die Auftrennung erfolgte über eine C18-Säule bei 40 °C. 
Die mobile Phase bestand aus einem binären Gradienten aus Acetonitril mit 0,1 % (v/v) 
Ameisensäure (Lösung B) und Acetonitril mit 0,1 % (v/v) wässriger Ameisensäure 
(Lösung A) mit einer Flussrate von 0,5 ml/min. Initial wurde zur Elution eine Mischung 
mit 98 % Lösung A eingesetzt, die linear über 6 Minuten auf 35 % reduziert wurde. Die 
Messung per Massenspektrometer geschah im Positive-Ionen-Modus mit einer 
kapillaren Spannung von 1000 V und einem beobachteten m/z-Verhältnis von 260,1 und 
wurde über UNIFI 1.9.3 (Waters, Milford, USA) aufgezeichnet und ausgewertet. 
 
3.2.1.11. Thiol-Konzentrationen in der Niere 
Thiol-Konzentrationen wurde im Nierengewebe von 55 Wochen alten Cndp1-
Knockoutmäusen und Wildtypkontrollen in Zusammenarbeit mit dem Centre for 





Nierengewebe wurde hierzu mit 300 µl 100 mmol/l HCl in einem Ultraschallbad 
homogenisiert und 2 Mal 10 Minuten bei 16400 g und 4 °C zentrifugiert. Das Sediment 
wurde verworfen. Zur Quantifizierung des Gesamglutathiongehalts wurden Disulfide 
mit Dithiothreitol (DTT) reduziert, gefolgt von einer Derivatisierung der Thiole mit dem 
Fluoreszenzfarbstoff Monobrombiman. Zur Messung von Glutathiondisulfid (GSSG) 
wurden freie Thiole zuerst mit N-Ethylmaleinimid blockiert, Thiole mit DTT reduziert und 
mit Monobrombiman derivatisiert. Glutathion (GSH)-Equivalente wurden über die 
Subtraktion der GSSG-Konzentration vom Gesamtglutathiongehalt errechnet. Im 
nächsten Schritt wurden die Proben nach Wirtz et al. [168] derivatisiert, über ein UPLC-
System aufgetrennt und mit einem Fluoreszenzdetektor analysiert. Es wurde zur 
Auftrennung eine C18-Säule, die bei 40 °C gehalten wurde, und ein binärer Gradient mit 
100 mmol/l Natriumacetat pH 5,3 (Lösung A) und Acetonitril (Lösung B) mit folgenden 
Einstellungen verwendet: 0 Minuten 2,3 % Lösung B, 0,99 Minuten 2,3 % Lösung B, 
1 Minute 70 % Lösung B, 1,45 Minuten Lösung B. Die Flussrate betrug 0,85 ml/min. Die 
Monobrombiman-Konjugate wurden bei einer Anregungswellenlänge von 380 nm und 
einer Emissionswellenlänge von 480 nm detektiert. Die Datenaufnahme und 
Auswertung erfolgte mittels Empower 3 software suite (Waters, Milford, USA). 
 
3.2.1.12. Proteinoxidation in der Niere 
Zur Evaluierung der Einführung von Carbonylgruppen in Proteine durch oxidative 
Reaktionen per OxyBlot Protein Oxidation Detection Kit wurde Nierengewebe von 
Cndp1-Knockoutmäusen und Wildtypkontrollen verwendet und zur Probenaufarbeitung 
nach Protokoll des Herstellers verfahren. Die Auftrennung der Proben mittels SDS-PAGE 
sowie folgend der Transfer auf eine Nitrozellulosemembran durch Western Blotting vor 
der Immunodetektion wurden dabei entsprechend 3.2.3.5 und 3.2.3.6. durchgeführt. 
 
3.2.2. Zellkultur 
3.2.2.1. Anzucht und Kultivierung der Zellen 
Für die Versuche dieser Arbeit wurden konditionell immortalisierte murine Podozyten, 
immortalisierte murine Mesangialzellen und immortalisierte humane 
Tubulusepithelzellen eingesetzt. Alle verwendeten Zellkulturmedien und Lösungen 





erworben wurden, wurden sie vor Benutzung autoklaviert oder mit einem sterilen 
Spritzenfilter filtriert. Des Weiteren wurden alle Arbeiten in einer sterilen 
Sicherheitswerkbank durchgeführt. Die Anzucht der Zellen erfolgte in Inkubatoren mit 
5 % CO2 und 100 % Luftfeuchtigkeit mit einem Wechsel des Zellkulturmediums im 
Abstand von 3 Tagen. 
Wenn in den nachfolgenden Beschreibungen der Zellkulturmethoden der Begriff 
„Kulturmedium“ verwendet wird, so meint dieser ein spezifisches Anzuchtmedium, das 
sich je nach Zelltyp unterscheidet und in 3.2.2.2 bis 3.2.2.4 aufgeführt wird. 
 
3.2.2.2. Mesangialzellen 
Mesangialzellen wurden bei 37 °C in Zellkulturflaschen für adhärente Zellen kultiviert. 
Als Kulturmedium wurde DMEM mit 10 % FCS (fetales Kälberserum; v/v) und 1 % 
Penicillin/Streptomycin (v/v) verwendet. 
 
3.2.2.3. Podozyten 
Konditionell immortalisierte Podozyten wurden bei 33 °C in RPMI-Medium mit 10 % FCS 
(v/v), 2 % Penicillin/Streptomycin (v/v) und 10 U/µl γ-Interferon bis zur Konfluenz auf 
Kollagen-I beschichteten Zellkulturflaschen angezogen. Nach dieser Proliferationsphase 
wurden die Zellen zur Ausdifferenzierung auf 37 °C überführt. Hierzu wurde zuvor das 
Kulturmedium mit γ-Interferon-Zusatz abpipettiert und verworfen und die Zellen mit 
DPBS gespült, bevor frisches RPMI-Medium mit 10 % FCS (fetales Kälberserum; v/v), 2 % 
Penicillin/Streptomycin (v/v), jedoch ohne Interferon, zugegeben wurde. Hierauf folgte 
eine Differenzierungsphase von 10 bis 14 Tagen bevor die Zellen für die entsprechenden 
Versuche eingesetzt wurden. 
 
3.2.2.4. Tubulusepithelzellen 
Tubulusepithelzellen wurden in RPMI-Medium mit 10 % FCS (v/v) und 1 % 







3.2.2.5. Zellernte und Passagieren 
Bei Erreichen von Konfluenz zum Passagieren der Zellen oder zur Ernte am Endpunkt 
eines Versuchs wurde das Kulturmedium abpipettiert und verworfen und die Zellen in 
den Kulturflaschen mit DPBS gespült. Anschließend erfolgte die Zugabe von 0,25 %iger 
Trypsinlösung zum Lösen der Adhärenz und die Inkubation im Inkubator bei 37 °C für 2 
Minuten für Mesangial- und Tubulusepithelzellen, beziehungsweise 4 Minuten für 
Podozyten. Die Trypsinreaktion wurde durch Zugabe des doppelten Volumens 
Kulturmedium abgestoppt und die Zellsuspension in ein 15 ml Reaktionsgefäß 
überführt. Nach Zentrifugation für 4 Minuten bei 300 g wurde der Überstand vorsichtig 
mit einer Pipette verworfen. Das Zellsediment wurde nun entweder für Messungen 
eingesetzt oder zum Passagieren in Kulturmedium resuspendiert und auf neue 
Zellkulturflaschen mit frischem Medium verteilt. 
 
3.2.2.6. Zellviabilität 
Die Zellviabilität von Mesangial-, Tubulusepithelzellen und Podozyten wurde durch 
Benjamin Singler (Arbeitsgruppe PD Dr. Peters, Universität Heidelberg) im Rahmen 
seiner Doktorarbeit erfasst und publiziert [169]. Es wurde hierzu der MTT-Test genutzt, 
der über 3-(4,5-Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazoliumbromid (MTT) 
Rückschluss auf die Zellviabilität erlaubt. Hierbei wird von metabolisch aktiven Zellen 
das MTT-Reagenz zu wasserunlöslichen Formazankristallen umgesetzt, deren 
Konzentration photometrisch bestimmt wird. 
Eine 96-Well-Mikrotiterplatte wurde mit 150 µl 0,5 % Gelatine in DBPS (w/v) pro 
Vertiefung für 30 Minuten bei 37 °C inkubiert und anschließend die überschüssige 
Gelatinelösung durch Invertieren der Platte entfernt. Die Zellen wurden entsprechend 
3.2.2.5 von den Zellkulturflaschen gelöst und je 5000 Zellen pro Vertiefung in 200 µl 
Kulturmedium ausgesät und für 24 Stunden bei 37 °C im Inkubator inkubiert. Am 
folgenden Tag wurde das Anzuchtmedium verworfen und die Zellen einmal mit 200 µl 
DBPS pro Vertiefung gespült. Hierauf folgte die Zugabe der Testsubstanzen in 200 µl 
Kulturmedium mit 0,1 % (v/v) statt 10 % FCS (v/v). Am letzten Tag des Tests wurden 
jeweils 50 µl MTT-Lösung (2 mg/ml in DBPS) zu allen Vertiefungen mit den 
Testsubstanzen und auch den unbehandelten Kontrollen, die ausschließlich in 





Ausschluss von Licht, wurde das Medium aus den Platten pipettiert und jeweils 200 µl 
DMSO hinzugefügt. Die 96-Well-Mikrotiterplatte wurde zur Lyse der Zellen eine Stunde 
bei Raumtemperatur auf einem Schüttler belassen. Es folgte die Bestimmung der 
Absorption des Lysats bei 590 nm in einem Photometer. 
 
3.2.2.7. Expression der Gene der Carnosintransporter 
Die Analyse der Expression der potenziellen Carnosintransporter (PEPT1, PEPT2, PHT1 
und PHT2) erfolgte in Mesangial-, Tubulusepithelzellen und Podozyten, die hierfür im 
jeweiligen Zellkulturmedium unter Standardbedingungen ohne weitere Zusätze 
angezogen wurden. Nach dem Ernten der Zellen schloss die Extraktion von RNA, das 
Umschreiben dieser in cDNA und eine Amplifikation durch PCR mit spezifischen 
Primerpaaren für die unterschiedlichen für Carnosin postulierten Transporter an. Die 
Proben wurden nach der PCR in einem 1%igen Agarosegel (w/v in TAE-Puffer) 
aufgetrennt, mit Ethidiumbromid angefärbt und Unter UV-Illumination ausgewertet. 
 
3.2.2.8. HSPA1-Expression 
Tubulusepithelzellen wurden für 24 Stunden in Kulturmedium mit 1 mmol/l Carnosin 
oder Anserin und in Kombination 60 µmmol/l H2O2 oder zusätzlich 25 mmol/l Glukose 
inkubiert. Hiernach erfolgte die Zellernte (3.2.2.5), RNA-Extraktion und reverse 
Transkription (3.2.3.7 und 3.2.3.8), bevor über qPCR die Analyse der Expression des Gens 
des Hitzeschockproteins 70 (HSPA1) in den Ansätzen erfolgte (3.2.3.9). 
 
3.2.3. Molekularbiologische Methoden 
3.2.3.1. Carnosinase-Aktivität 
50 mg in flüssigem Stickstoff schockgefrorenes Gewebe der Mausorgane wurde in 
500 µl Lysepuffer homogenisiert. Die Proben wurden 10 Minuten bei 10000 g 
zentrifugiert und anschließend jeweils 37,5 µl der Carnosinsubstratlösung (1 mg/ml) zu 
150 µl des Überstands hinzugegeben. Nach Inkubation bei 30 °C für 0, 10, 20 und 40 
Minuten mit 40 µl Probenüberstand-Carnosinsubstratlösung-Gemisch per Zeitpunkt 
wurde die Reaktion gestoppt und frei gewordenes L-Histidin durch Zugabe von 110 µl o-
Phthaldialdehyd (5 mg/ml in 2 mmol/l NaOH), Trichlorsessigsäure und 50 mmol/l Tris-





Fluoreszenz in einem Mikroplattenleser bei einer Anregungswellenlänge von 360 nm 
und einer Emissionswellenlänge von 460 nm. Zusätzlich wurden Ansätze mit der Zugabe 
von Bestatin (1 mg/ml), einem CN2-Inhibitor, zur Carnosinsubstratlösung gemessen, um 
zu bewerten, ob in den Cndp1-Knockoutmäusen Carnosin abbauende enzymatische 
Aktivität auf CN2 zurückgeführt werden kann. 
 
3.2.3.2. Carnosin- und Anserinkonzentrationen 
Carnosin- und Anserinkonzentrationen wurden fluorometrisch per high performance 
liquid chromatography (HPLC) bestimmt. 50 mg schockgefrorenes Gewebe der Mäuse 
wurde in 500 µl Lysepuffer homogenisiert und für 10 Minuten bei 10000 g zentrifugiert. 
150 µl des Überstands wurden mit 37,5 µl Sulfosalicylsäure (oder 100 µl Serum mit 25 µl 
Sulfosalicylsäure) für 30 Minuten auf Eis inkubiert und folgend für 5 Minuten erneut bei 
10000 g zentrifugiert. Der Überstand wurde abgenommen und 1 : 3 mit 0,4 mol/l 
Boratpuffer (pH 9,5) verdünnt. 180 µl der Lösung wurden mit 180 µl 
Carbazol-9-Carbonylchloridlösung für 90 Sekunden und anschließend mit 108 µl 
150 mmol/l Hydroxylaminhydrochlorid mit 68 mmol/l Natriumhydroxid und 2 % 
Methanol (v/v) für 3 Minuten inkubiert, bevor die Reaktion mit 252 µl Acetonitril in 
Essigsäure im Verhältnis 8 : 2 (v/v) abgestoppt wurde. Die Proben wurden mit einem 
automatischen Probennehmer auf eine C18-Säule appliziert und mit einer mobilen 
Phase aus 82 % HPLC-Lösung A und 18 % HPLC-Lösung B eluiert. Die Detektion der 
Histidindipeptide erfolgte bei einer Anregungswellenlänge von 283 nm und einer 
Emissionswellenlänge von 340 nm. Alle Proben wurden hierbei zweimal gemessen, 
jeweils mit Zugabe von Carnosin und Anserin (0,6 µg/ml), um über die Retentionszeit 
des zugegebenen Standards eine definitive Identifizierung dieser Moleküle in den 
Proben zu ermöglichen, und einmal ohne, um über die Fläche der gemessenen 
Absorption diese Histidindipeptide in den Proben zu quantifizieren. 
 
3.2.3.3. Proteinextraktion 
Zur Proteinextraktion aus Geweben wurden etwa 30 mg des entsprechenden Organs 
mit einem Messerhomogenisator in 1 ml RIPA-Puffer homogenisiert und 30 Minuten auf 





Sediment wurde verworfen und der Überstand nach Bestimmung der 
Proteinkonzentration für die Experimente verwendet. 
 
3.2.3.4. Bestimmung der Proteinkonzentrationen 
Die Bestimmung der Proteinkonzentrationen erfolgte kolorimetrisch nach der Methode 
nach Lowry [170] mittels DC™ Protein Assay. Hierzu wurde eine BSA-Eichgerade mit 
Konzentrationen zwischen 0 mg/ml und 2 mg/ml im identischen Puffer wie die zu 
messenden Proben erstellt. Anhand dieser Eichgeraden konnte mit der im 
Photospektrometer bestimmten Absorption der Proben bei 750 nm die 
Proteinkonzentration errechnet werden. 
 
3.2.3.5. Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese 
Zur Auftrennung der Proteine nach ihrer Molekülmasse wurde die 
Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese (sodium dodecyl sulfate 
polyacrylamide gel electrophoresis, SDS-PAGE) nach Laemmli [171] durchgeführt. Die 
aufbereiteten Proteinproben (3.2.3.3) wurden auf gleiche Proteinkonzentrationen 
verdünnt, mit SDS-PAGE-Ladepuffer zur Maskierung der Eigenladung der Proteine 
versetzt und 5 Minuten bei 95 °C denaturiert. Anschließend wurden jeweils ein 
Probenvolumen von 20 µl (respektive eine maximale Proteinmenge von 30 µg) sowie ein 
Proteingrößenmarker auf ein Polyacrylamidgel aufgetragen und für 15 Minuten bei 
100 V, gefolgt von 150 V für 55 Minuten, aufgetrennt. 
 
Tabelle 3: Zusammensetzung eines Polyacrylamidgels mit 8 % Acrylamidkonzentration (v/v) im Trenngel. 
 Trenngel Sammelgel 
Acrylamid 1605 µl 338 µl 
Ammoniumpersulfat 60 µl 30 µl 
Sammelgelpuffer - 338 µl 
TEMED 6 µl 3 µl 
Trenngelpuffer 1500 µl - 






3.2.3.6. Western Blot 
Zur Visualisierung und vergleichenden Quantifizierung spezifischer Proteine wurde 
Western Blotting genutzt. Hierbei mussten die über SDS-PAGE nach Molekülmasse 
aufgetrennten Proteine zuerst von dem Polyacrylamidgel auf eine 
Nitrozellulosemembran transferiert werden. Hierzu wurde das Semi Dry-Verfahren 
eingesetzt. Das Polyacrylamidgel wurde nach der Elektrophorese zuerst 15 Minuten in 
Kathodenpuffer bei Raumtemperatur gewaschen und dann in die Western Blot-Kammer 
gelegt. Auf der Anodenseite wurden drei Lagen Filterpapier, die in Anodenpuffer 
getränkt wurden, platziert und hierauf die in Kathodenpuffer inkubierte 
Nitrozellulosemembran, gefolgt von dem Polyacrylamidgel. Auf der Kathodenseite 
wurden drei weitere Filterpapiere, die in dem entsprechenden Kathodenpuffer 
eingeweicht wurden, geschichtet. Der Transfer erfolgte nun bei konstanter Stromstärke 
von 1 mA/cm2 Membranfläche für 55 Minuten. Die Membran wurde drei Mal 5 Minuten 
mit PBST gewaschen und anschließend mit Blockierungspuffer zur unspezifischen 
Absättigung der Proteine für eine Stunde bei Raumtemperatur inkubiert. Es folgte die 
Inkubation mit dem primären, gegen das gesuchte Protein gerichteten, Antikörper für 
eine Stunde bei Raumtemperatur. Nach dreimaligem Waschen mit PBST für je 15 
Minuten, wurde erneut eine Stunde bei Raumtemperatur mit dem sekundären, HRP 
(Meerrettichperoxidase) gekoppeltem Antikörper inkubiert. Die Membran wurde 
weitere 3 Mal mit PBST für je 20 Minuten gewaschen, bevor sie für 5 Minuten in ECL-
Entwicklungsreagenz, das das Substrat für die Meerrettichperoxidase liefert, 
geschwenkt wurde. Die Chemilumineszenz wurde mit einem 
Fluoreszenz/Chemilumineszenz-Imaging-System detektiert und mit ImageJ v1.15d 
(public domain) densitometrisch quantifiziert. Neben dem Zielprotein wurde jeweils 
auch ein β-Aktin-Antikörper eingesetzt, auf dessen Chemilumineszenz-Intensität das 
Signal des anderen primären Antikörpers normalisiert wurde. 
 
3.2.3.7. RNA-Aufreinigung 
Der Aufschluss von jeweils 30 mg Material pro Probe der unterschiedlichen Mausorgane 
oder den geernteten Zellen einer Zellkulturschale nach Ende des entsprechenden 
Inkubationszeitraums erfolgte mit einem Messerhomogenisator in RLT-Puffer des 





Protokoll des Herstellers für Gewebe durchgeführt. Nach der Elution der Nucleinsäuren 
von den zugehörigen Nucleinsäuren bindenden Säulen des Kits in 45 µl H2O, wurde ein 
DNAse I-Verdau zur Degradation genomischer DNA vorgenommen. Zu den einzelnen 
Proben wurde je 5 µl 10-fach Reaktionspuffer und 1,5 µl DNase-I gegeben und 30 
Minuten bei Raumtemperatur inkubiert. Die Reaktion wurde durch Zugabe von 5 µl 
3 mol/l Natriumacetatlösung (pH 5,2) abgestoppt. Durch weitere Zugabe von 120 µl 
100 % Ethanol wurde die RNA über Nacht bei -20 °C ausgefällt. Am nächsten Tag wurden 
die Proben bei 16000 g für 10 Minuten zentrifugiert und der Überstand verworfen. Das 
Sediment wurde in 70 µl 70 % Ethanol rückgelöst und erneut bei 16000 g für 10 Minuten 
zentrifugiert. Der Überstand wurde abpipettiert und der RNA-Rückstand 15 Minuten an 
der Luft getrocknet, bevor er in 30 µl RNase freiem Wasser resuspendiert wurde. 
Abschließend wurde die RNA-Konzentration mit einem Spektrophotometer bei einer 
Absorptionswellenlänge von 260 nm bestimmt. 
 
3.2.3.8. Reverse Transkription in cDNA 
Mittels reverser Transkription wurde ausgehend von der aus den Mausorganen und 
Zellkulturansätzen extrahierten RNA komplementäre DNA (complementary DNA, cDNA) 
zur Verwendung in der qPCR synthetisiert. Es wurde hierbei nach Protokoll der 
SuperScript IV Reverse Transcriptase mit folgendem Schema für die Reaktionsansätze 
vorgegangen: 
 
Tabelle 4: Reaktionsansatz für die reverse Transkription. 
dNTP 1 µl 
Random hexamer Primer 0,5 µl 
RNA 2 µg 
H2O ad 15,5 µl 
 
Es folgte die Inkubation für 10 Minuten bei 65 °C und die anschließende Zugabe von 4 µl 
5-fach Reaktionspuffer und 0,5 µl reverse Transkriptase. Die Proben wurden 10 Minuten 
bei Raumtemperatur und dann 15 Minuten bei 55 °C inkubiert. Die Reaktion wurde 






3.2.3.9. Expressionsanalyse mit quantitativer Polymerasekettenreaktion 
Zur semiquantitativen Analyse der Expression der Zielgene wurde quantitave 
Polymerasekettenreaktion (qPCR) genutzt. Diese Methode erlaubt anhand detektierter 
Fluoreszenz, die mit der mit der zunehmenden Menge des Amplifikats in den 
Reaktionsansätzen korreliert, einen Rückschluss auf die relative Expression eines 
spezifischen Gens in einer Probe im Vergleich zu einer Kontrolle. Es wurde hierzu die 
ΔΔCt-Methode verwendet, bei der auf eine interne Kontrolle (β-Aktin), deren Expression 
durch die Zielbedingungen unbeeinflusst ist, normalisiert wird. Für die Berechnung gilt: 
ΔCtbehandelt = CtZielgen – CtKontrollgen 
ΔCtunbehandelt = CtZielgen - CtKontrollgen 
ΔΔCtbehandelt = ΔCtbehandelt - ΔCtunbehandelt 
„behandelt“ entspricht im Falle des Mausmodells dem Cndp1-Knockout und 
„unbehandelt“ bezeichnet den Wildtypkontrollen. 
 
Für die Durchführung wurden entsprechend dem nachfolgenden Schema 
Reaktionsansätze erstellt: 
 
Tabelle 5: Reaktionsansatz für die quantitative PCR. 
Sybr Green Mix 5 µl 
cDNA-Lösung (1 : 20 Verdünnung) 1 µl 
Forward Primer 0,5 µl 
Reverse Primer 0,5 µl 
H2O ad 10 µl 
 
3.2.3.10. Abfangen von Methylglyoxal 
Zur Evaluierung der Fähigkeit von Carnosin und Anserin in vitro Methylglyoxal zu binden, 
wurden Carnosin oder Anserin und Methylglyoxal in molarer Ratio von 1 : 1 mit einer 
finalen Konzentration von 10 mmol/l in 100 mmol/l Natriumphopshatpuffer bei pH 7,4 
inkubiert. Als Kontrolle wurde nach gleichem Schema N ε-(tert-Butoxycarbonyl)-L-lysin, 
das mit Methylglyoxal zum AGE N ε-(Carboxyethyl)-lysin (CEL) reagiert, eingesetzt. In 
Intervallen von 5 Minuten wurde die Absorption bei einer Wellenlänge von 336 nm 
photometrisch bestimmt. Des Weiteren wurde die Abhängigkeit einer Bindungsreaktion 







3.2.3.11. Proteinmodifikationen durch Methylglyoxal 
Die Messung der Proteinmodifikationen durch Methylglyoxal erfolgte in 
Zusammenarbeit mit der Arbeitsgruppe Prof. Nawroth des Universitätsklinikums 
Heidelberg. Als Test auf Inhibition von Methylglyoxal induzierten Proteinmodifikationen 
und eine mögliche Verminderung durch Carnosin und Anserin, wurde humanes Albumin 
aus dem Serum (1 mg/ml in Natriumphosphatpuffer) im molaren Verhältnis 1 : 10 mit 
Methylglyoxal (54 µg/ml in Natriumphosphatpuffer) bei 37 °C auf einem Schüttler 
inkubiert. In weiteren Ansätzen wurden Carnosin oder Anserin in molaren Verhältnissen 
von 1 : 1; 2 : 1; 10 : 1; 20 : 1; 100 : 1; 200 : 1; 1000 : 1 zu Methylglyoxal zu der 
Methylglyoxal-humanes-Albumin-Mischung gegeben. Nach 24 Stunden wurden die 
Ansätze mit einem 10 kDa-cut-off-Filter zur Aufkonzentrierung der modifizierten 
Proteine zentrifugiert und 3 Mal mit 50 mmol/l Ammoniumcarbonatpuffer gewaschen. 
Die Proteinlösung wurde in ein Glasgefäß transferiert und in einer 
Gefriertrocknungsanlage getrocknet. Die Proteinproben wurden folgend sowohl zur 
Analyse per SDS-PAGE und Western Blot mit einem Antikörper gegen CEL, als auch mit 
einem Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) zur Analyse von Methylglyoxal 
abgeleiteten AGEs, der nach Protokoll des Herstellers durchgeführt wurde, eingesetzt. 
Zusätzlich zu den Experimenten in zellfreier Umgebung wurden Tubulusepithelzellen für 
6 Stunden mit 0,25 mmol/l, 0,4 mmol/l Methylglyoxal und jeweils in Kombination mit 
0,5 mmol/l Carnosin inkubiert. Nach der Ernte der Zellen (3.2.2.5) und der 
Proteinextraktion (3.2.3.3) wurde mittels Western Blot (3.2.3.6) und einem spezifischem 
Antikörper die Bildung des Methylglyoxaladdukts Hydroimidazolon (MG-H1) evaluiert. 
 
3.2.3.12. Kernspinresonanz-Spektren 
Die Interaktionen zwischen Carnosin und Anserin mit Methylglyoxal und damit eine 
mögliche Quenching-Reaktion wurden über Kernspinresonnanz-Spektren (nuclear 
magnetic resonance, NMR) in Zusammenarbeit mit Dr. Klika, Universität Heidelberg 
untersucht. Pulsbreiten wurden nach dem Protokoll von Klika et al. kalibriert [172]. Die 
chemischen Verschiebungen (δS) wurden relativ zum internen Standard 3-
(Trimethylsilyl)propion-2,2,3,3-d4-säure-Natriumsalz , für welchen δH = 0 ppm und 
δC = 0 ppm gilt, bestimmt. Der generelle experimentelle Ablauf inklusive 1D-nuclear 





Präsaturierung für Wassersuppression, selektivem Saturierungstransfer 
(Saturierungszeit 5 s), Filter für die transversale Relaxation (T2) mit Präsaturierung (τlock 
1,2 s) und Gradienten selektierten 2D COSY-, HSQC- und HMBC-Spektren mit 
Präsaturierung wurden nach der Methode von Mäki et al. [173] und Virta et al. [174] 
durchgeführt. Für die Zeitverlaufsstudien wurden die Dipeptide und Methylglyoxal mit 
375 µl Natriumphosphatpuffer (100 mmol/l, pH 7,4) und 125 µl D2O mit 
Trimethylsilylpropanionsäure auf eine finale Konzentration von 50 mmol/l und ein 
Volumen von 500 µl gebracht. 
 
3.2.4. Statistische Auswertung 
Alle Experimente wurden mindestens mit einem Stichprobenumfang von n = 3 
durchgeführt. Ein p-Wert von 5 % wurde als signifikant, von 1 % als sehr signifikant und 
von 0,1 % als hoch signifikant betrachtet. Zur statistischen Analyse wurde ein 
zweiseitiger Student’s t-test, und für den Glukose- und Insulintoleranztest ein 
generalized additive mixed model (GAMM) verwendet. Die Effektgrafiken basieren auf 
R [175]. Fehlerangaben bezeichnen die Standardabweichung des Mittelwerts. Relative 
Unterschiede in der Genexpressionsanalyse sind als Mittelwert mit Spanne der Werte 
angegeben. Die Effekte von Carnosin, Anserin, und deren Kombinationen wurden mit 
multipler Regression analysiert. Post-hoc-Vergleiche wurden über die Methode der 




4.1. Rolle und Funktionalität des renalen Carnosinmetabolismus und dessen 
Veränderungen in Mäusen mit einem globalen Cndp1-Knockout 
4.1.1. Carnosinase-Aktivität 
Die Carnosinase-Aktivität wurde in 11 und 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen 
beider Geschlechter und altersgleichen Wildtyp-Kontrollen in Gehirn, Leber, Niere, 
Muskel, Lunge, Herz, Serum und Pankreas gemessen. Nur in den Nieren der Mäuse 
konnte eine Carnosinase-Aktivität nachgewiesen werden. In den 11 Wochen alten 
Cndp1-Knockoutmäusen war diese im Vergleich zu gleichaltrigen Wildtypmäusen um 





supraphysiologischen Substratkonzentrationen von 1 mmol/l und nicht bei niedrigeren 
Konzentrationen gemessen werden. Zusätzlich konnte sie mit Bestatin, einem Inhibitor 
der cytosolischen unspezifischen Carnosinase 2 (CN2), vollständig unterdrückt werden 
(Abbildung 1). Die Carnosinase-Aktivität war für beide Geschlechter eines Genotyps 
nicht unterschiedlich. Die Reduktion der Carnosinase-Aktivität lag bei männlichen 
Cndp1-Knockoutmäusen bei 90 % (Abbildung 2) und bei weiblichen Cndp1-
Knockoutmäusen bei 70 % im Vergleich zu den entsprechenden Wildtypkontrollen. 
 
Abbildung 1: Carnosinase-Aktivität im Nierengewebe 11 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 8) und 
Wildtypmäuse (n = 14). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. ***: p < 0,001. 
 
Abbildung 2: Carnosinase-Aktivität im Nierengewebe 11 Wochen alter männlicher Cndp1-Knockoutmäuse (n = 4) 
und männlicher Wildtypmäuse (n = 7) sowie 11 Wochen alter weiblicher Cndp1-Knockoutmäuse (n = 4) und 











































Auch in der Gruppe der 55 Wochen alten Mäuse war die renale Carnosinase-Aktivität in 
den Cndp1-Knockoutmäusen um etwa 80 % im Vergleich zu den Wildtyptieren reduziert 
(Abbildung 3). In männlichen Cndp1-Knockoutmäusen war die Carnosinase-Aktivität auf 
15 % (Abbildung 4) und in weiblichen Cndp1-Knockoutmäusen auf 20 % im Vergleich zu 
den entsprechenden Wildtypkontrollen verringert. Einen geschlechtsspezifischen 
Unterschied gab das dagegen nicht. Bei den Wildtyptieren nahm die Aktivität mit dem 
Alter zu und war bei den 55 Wochen alten Tieren 1,5-fach erhöht und in den männlichen 
Wildtyptieren sogar nahezu verdoppelt. Bei den Cndp1-Knockoutmäusen war die 
Carnosinase-Aktivität zwischen 11 und 55 Wochen alten Tieren nicht verschieden. 
 
Abbildung 3: Carnosinase-Aktivität im Nierengewebe 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 14) und 
























Abbildung 4: Carnosinase-Aktivität im Nierengewebe 55 Wochen alter männlicher Cndp1-Knockoutmäuse (n = 7) 
und Wildtypmäuse (n = 7) sowie 55 Wochen alter weiblicher Cndp1-Knockoutmäuse (n = 7) und weiblicher 
Wildtypmäuse (n = 7). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. **: p < 0,01. 
 
4.1.2. Carnosin- und Anserinkonzentrationen 
4.1.2.1. Carnosin- und Anserinkonzentration in der Niere 
Die erniedrigte renale Carnosinase-Aktivität führte in den 11 und 55 Wochen alten 
Cndp1-Knockoutmäusen zu einem deutlichen Anstieg der Carnosin- und 
Anserinkonzentrationen in der Niere im Vergleich zu den Wildtyptieren. In 11 Wochen 
alten Cndp1-Knockoutmäusen war die renale Carnosin- ebenso wie die renale 
Anserinkonzentration um das 2-Fache  erhöht (Abbildung 5). Eine 
Konzentrationserhöhung wurde bei beiden Geschlechtern festgestellt. In männlichen 
Cndp1-Knockoutmäusen war verglichen mit den männlichen Wildtypkontrollen 
Carnosin auf das 1,2-Fache und Anserin auf das 1,6-Fache erhöht (Abbildung 6). In den 
weiblichen Cndp1-Knockoutmäusen war die Carnosinkonzentration auf das 5-Fache und 
die Anserinkonzentration auf das 1,3-Fache im Vergleich zu den Wildtypkontrollen 






























Abbildung 5: Carnosin- und Anserinkonzentrationen im Nierengewebe 11 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse 
(n = 8) und Wildtypmäuse (n = 14). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. **: p < 0,01. 
 
Abbildung 6: Carnosin- und Anserinkonzentrationen im Nierengewebe 11 Wochen alter männlicher 
Cndp1-Knockoutmäuse (n = 4) und Wildtypmäuse (n = 7). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 




















































Abbildung 7: Carnosin- und Anserinkonzentrationen im Nierengewebe 11 Wochen alter weiblicher 
Cndp1-Knockoutmäuse (n = 4) und Wildtypmäuse (n = 7). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
**: p < 0,01. 
Auch in 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen war die renale Carnosinkonzentration 
um den Faktor 2 und die renale Anserinkonzentration um den Faktor 8 signifikant erhöht 
(Abbildung 8). Die Anserinkonzentration war dabei in beiden Geschlechtern in 
ähnlichem Maße verändert (Abbildung 9 und Abbildung 10). Die renale Konzentration 
von Carnosin war dagegen nur in den weiblichen Cndp1-Knockoutmäusen um den 
Faktor 10 signifikant erhöht (Abbildung 10). Bei den männlichen Cndp1-
Knockoutmäusen war sie im Vergleich zu den männlichen Wildtyptieren unverändert 
(Abbildung 9). 
In den 55 Wochen alten Wildtypkontrollen war die renale Anserinkonzentration im 
Vergleich zu 11 Wochen alten Wildtypmäusen um 90 % reduziert, während die renale 
Carnosinkonzentration unverändert war. In den Cndp1-Knockoutmäusen sank die renale 
Anserinkonzentration signifikant um 60 % und die renale Carnosinkonzentration um 




























Abbildung 8: Carnosin- und Anserinkonzentrationen im Nierengewebe 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse 
(n = 14) und Wildtypmäuse (n = 14). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. *: p < 0,05; ***: 
p < 0,001. 
 
Abbildung 9: Carnosin- und Anserinkonzentrationen im Nierengewebe 55 Wochen alter männlicher 
Cndp1-Knockoutmäuse (n = 7) und Wildtypmäuse (n = 7). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 















































Abbildung 10: Carnosin- und Anserinkonzentrationen im Nierengewebe 55 Wochen alter weiblicher 
Cndp1-Knockoutmäuse (n = 7) und Wildtypmäuse (n = 7). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
***: p < 0,001. 
 
4.1.2.2. Carnosin- und Anserinkonzentrationen in anderen Organen 
Carnosin und Anserin konnte in allen untersuchten Geweben (Muskel, Gehirn, Leber, 
Herz, Lunge und Serum) detektiert werden (Abbildung 11 und Abbildung 12). 
Unterschiedliche Gewebe waren durch unterschiedliche Konzentrationen und 
Quotienten von Carnosin zu Anserin gekennzeichnet. Die höchsten Konzentrationen 
fanden sich im Muskelgewebe, unabhängig von Geschlecht und Alter, in allen anderen 
Geweben waren sie dagegen um ein Vielfaches niedriger. Die höchste Differenz 
zwischen Anserin und Carnosin wurde im Gehirn gemessen, mit dem größten 
Unterschied in 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen, bei denen die 
Carnosinkonzentration 10-fach höher war als die Anserinkonzentration (Abbildung 11 
und Abbildung 12). Die Auswirkungen der globalen Cndp1-Defizienz auf andere Gewebe, 
außer der Niere, waren gering und resultierten ausschließlich in einer Verminderung, 
nicht aber Erhöhung, der Anserin- und Carnosinkonzentrationen. In den 11 Wochen 
alten Cndp1-Knockoutmäusen war die Anserinkonzentration im Muskel um 25 % 
erniedrigt. In den weiblichen 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen war zusätzlich 
auch die Carnosinkonzentration im Muskel im Vergleich zu den entsprechenden 
Wildtypkontrollen reduziert. Auch die Anserinkonzentrationen im Herz und in der Leber 

























alten Wildtyptieren waren jedoch äußerst gering. In den 55 Wochen alten Cndp1-
Knockoutmäusen war die Carnosin bzw. Anserinkonzentration ausschließlich in den 
Nieren deutlich erhöht, in alle anderen Organen unterschieden sich diese nicht von den 
entsprechenden Wildtypkontrollen. 
 
Abbildung 11: Carnosin- und Anserinkonzentrationen in verschiedenen Organen (Gehirn, Leber, Niere, Muskel, 
Herz, Lunge) 11 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 8) und Wildtypmäuse (n = 14). Fehlerbalken 

































Abbildung 12: Carnosin- und Anserinkonzentrationen in verschiedenen Organen (Gehirn, Leber, Niere, Muskel, 
Herz, Lunge) 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 14) und Wildtypmäuse (n = 14). Fehlerbalken 
repräsentieren die Standardabweichung. *: p < 0,05; *** p < 0,001. 
 
4.1.3. Lokalisierung von Carnosin und Anserin in der Niere 
Die erhöhten renalen Carnosin- und Anserinwerte in den Cndp1-Knockoutmäusen im 
Vergleich zu den Wildtypkontrollen anhand der HPLC-Bestimmung konnten mittels 
MALDI-MSI bestätigt werden (Abbildung 13). Carnosin und Anserin sind vor allem im 
































Abbildung 13: Lokalisierung von Carnosin und Anserin im Nierengewebe 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse 
(n = 4) und Wildtypmäuse (n = 4) über MALDI-MSI.  
 
4.2. Funktionalität und Morphologie der Niere bei globaler Cndp1-Defizienz 
4.2.1. Glomeruläre Filtrationsrate 
Als Parameter der Nierenfunktionalität wurde die glomeruläre Filtrationsrate (GFR) über 
die Eliminierung von FITC-Sinistrin aus dem Blut bestimmt. Die GFR unterschied sich 
zwischen 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen und den entsprechenden 
Wildtypkontrollen nicht (Abbildung 14). 
Anserin Carnosin 












Abbildung 14: Glomeruläre Filtrationsrate (GFR) bei 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen (n = 11) und 
Wildtypmäusen (n = 4). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
 
4.2.2. Urinäre Albumin- und Creatininspiegel 
Als Maß für die Proteinurie wurde Albumin im Spontanurin der 55 Wochen alten Tiere 
verglichen. Das Verhältnis von Albumin zu Creatinin, das als Konstante zur 
Normalisierung diente, war zwischen den beiden untersuchten Gruppen nicht 
signifikant verschieden (Abbildung 15). 
 
Abbildung 15: Albumin-zu-Creatinin-Quotient im Spontanurin 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 4) und 

























































4.2.3. Histologische Färbungen  
Histologische Präparate von Nierengewebe von 55 Wochen alten Cndp1-
Knockoutmäusen und Wildtypkontrollen wurden mit HE und SFOG angefärbt sowie der 
PAS-Reaktion unterzogen und sowohl densitometrisch als auch mikroskopisch nach 
pathologischen Kriterien evaluiert. In der densitometrischen in silico-Auswertung 
konnte bei den Cndp1-Knockoutmäusen kein Unterschied in der Deposition von PAS-
positivem Material zu den Wildtypmäusen in den Glomeruli festgestellt werden 
(Abbildung 16). Darüber hinaus konnten keine pathologischen Veränderungen 
detektiert werden. Weder eine Verdickung der Basalmembran noch eine Hypertrophie 
des Mesangiums, der Verlust von Podozyten oder Veränderungen im Bereich der 
Blutgefäße (Abbildung 17). Zusätzlich wurden Präparate von Leber und Muskel 
angefärbt. Auch hier war kein Unterschied zwischen den Genotypen, bzw. auch keine 
pathologische Veränderung im Allgemeinen sichtbar. 
 
Abbildung 16: Densitometrische Auswertung der Deposition von PAS-positivem Material in den Glomeruli von 






































Abbildung 17: PAS-Reaktion im Nierengewebe von 55 Wochen alten männlichen (A) und weiblichen (B) 
Cndp1-Knockoutmäusen sowie männlichen (C) und weiblichen (D) Wildtypmäusen. Pro Genotyp wurden 4 Tiere 
ausgewertet und je ein repräsentativer Schnitt selektiert. 
 
4.2.4. Aminosäure-Konzentrationen 
In 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen war die Konzentration von Asparagin um 
28 % (Abbildung 18), von Glutamin um 45 % und von Serin um 30 % in den Nieren im 
Vergleich zu den Wildtypmäusen reduziert. Die Konzentration von β-Alanin war weder 
im Muskel (Abbildung 20), noch in den Nieren sowie im Serum bei den 11 Wochen alten 
Cndp1-Knockouttieren verändert. In 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen war nur 








Abbildung 18: Aminosäurekonzentrationen im Nierengewebe 11 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 4) und 



























































Abbildung 19: Aminosäurekonzentrationen im Nierengewebe 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 14) und 
Wildtypmäuse (n = 14). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. *: p < 0,05. 
 
Abbildung 20: β-Alanin-Signal in Muskel, Niere und Serum von 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen (n = 5) 

























































































4.3. Wirkungsmechanismen von Carnosin und Anserin auf Carbonyl- und 
oxidativen Stress in vitro 
4.3.1. Interaktion von Carnosin und Anserin mit Methylglyoxal 
Um potenziell protektive Effekte hoher Carnosin- und Anserinkonzentrationen in den 
Cndp1-Knockoutmäusen abschätzen zu können, wurde die Wirkung auf Auslöser 
diabetischer Spätkomplikationen wie das reaktive Carbonyl Methylglyoxal (MG) in vitro 
untersucht. 
Die parallele Inkubation von Carnosin und Anserin sowie dem Methylglyoxal-Fänger N ε-
(tert-Butoxycarbonyl)-L-lysin mit Methylglyoxal führte in allen drei Varianten zu einem 
Anstieg der gemessenen Absorption bei 336 nm über den Messzeitraum (Abbildung 21). 
Für Anserin und N ε-(tert-Butoxycarbonyl)-L-lysin konnten hierbei vergleichbare 
Absorptionswerte ermittelt werden, während die Messwerte für die Inkubation von 
Carnosin mit Methylglyoxal deutlich höher waren. In der optischen Betrachtung der 
Reaktionsansätze und in der Wiederholung bei pH-Werten von 5,4 bzw. 9,4 konnte eine 
deutliche Braunfärbung der Ansätze über die Zeit festgestellt werden, die in 
Abhängigkeit vom pH-Wert bei pH 9,4 ihre größte Intensität erreichte und bei pH 5,4 am 
schwächsten war (Abbildung 22). 
 
Abbildung 21: Abfangen von Methylglyoxal (MG) durch Carnosin, Anserin und die Kontrolle N ε-(tert-
Butoxycarbonyl)-L-lysin (BocLys) repräsentiert durch die Absorption bei 336 nm (jeweils n = 4). Fehlerbalken 
































Abbildung 22: Abfangen von Methylglyoxal (MG) durch Carnosin, Anserin und die Kontrolle N ε-(tert-
Butoxycarbonyl)-L-lysin (BocLys) in Abhängigkeit von unterschiedlichen pH-Werten. 
Die Inkubation von Carnosin und Anserin mit Methylglyoxal in zellfreier Umgebung und 
anschließende Analyse über NMR zeigte, dass nur eine transiente Bildung von 
Carnosin-MG- und Anserin-MG-Addukten erfolgt und das auch nur in geringen 
Konzentrationen. Daher konnten diese Carnosin- bzw. Anserin-MG-Spezies nicht zur 
weiteren Analyse isoliert werden. Der Hauptteil der Histidindipeptide blieb nach der 
Reaktion unverändert, während für Methylglyoxal ein großer Anteil unterschiedlicher 
Methylglyoxal-Oligomere und -Polymere mit hoher Molekülmasse detektiert wurde. Die 
Co-Inkubation von Methylglyoxal mit N ε-(tert-Butoxycarbonyl)-L-lysin und Imidazol als 
Kontrollen führten zu einer vergleichbaren Bildung von Methylglyoxal-Oligomeren 
und -Polymeren wie sie durch Carnosin und Anserin zu beobachten waren. Die Zeit bis 
die Hälfte des eingesetzten Methylglyoxal verbraucht war betrug 0,6 Stunden für 
Carnosin, 2,4 Stunden für Anserin und 5,8 Stunden für N ε-(tert-Butoxycarbonyl)-L-lysin. 
 
4.3.2. Effekt von Carnosin und Anserin auf Proteinmodifikationen durch 
Methylglyoxal 
Die Reaktion von Methylglyoxal mit humanem Albumin über einen Zeitraum von 24 
Stunden konnte durch Zugabe von Carnosin und Anserin signifikant reduziert werden. 
Während für Carnosin mindestens ein molares Verhältnis von 100 : 1 zu Methylglyoxal 
notwendig war (Abbildung 23), musste für Anserin eine 200-fach höhere Konzentration 
eingesetzt werden, um die Bildung von AGEs durch Methylglyoxal zu verringern. Um die 
AGE-Bildung um 50 % zu verringern, war für Carnosin ein Überschuss von 400 : 1 und für 
Anserin von 700 : 1 nötig. In der speziellen Betrachtung des AGE N ε-(Carboxyethyl)-lysin 
(CEL) per Western Blot konnte ebenso eine konzentrationsabhängige Reduktion durch 
Zugabe von Carnosin und Anserin gezeigt werden (Abbildung 24). Die benötigten 
pH 5,4 pH 7,4 pH 9,4 
Carnosin + MG 
Anserin + MG 





Überschüsse für einen signifikanten Effekt lagen bei 20 : 1 für Carnosin und 10 : 1 zu 
Methylglyoxal für Anserin. 
 
 
Abbildung 23: Einfluss von ansteigenden Carnosin- (A) und Anserinkonzentrationen (B) auf die Bildung von 
advanced glycation endproducts (AGEs) aus humanem Albumin durch Methylglyoxal (MG) mit jeweils n = 3. 







Abbildung 24: Einfluss von ansteigenden Carnosin- (A) und Anserinkonzentrationen (B) auf die Bildung von 
N ε-(Carboxyethyl)-lysin  (CEL) aus humanem Albumin durch Methylglyoxal (MG). Jeder Western Blot wurde dreimal 
wiederholt und ein repräsentatives Experiment ausgewählt. 
 
4.3.3. Expression der Gene der Carnosintransporter in renalen Zellen 
Um die in vitro-Experimente mit Carnosin-Inkubation vom zellfreien Medium auf renale 
Zellen auszuweiten wurde die Expression der Gene von Carnosintransportern ermittelt. 
Die Expression der potenziellen Carnosintransporter PEPT1, PEPT2, PHT1 und PHT2 
sowie des Transporters TauT, der neben Taurin auch für die Aufnahme von β-Alanin 
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25). In murinen Mesangialzellen und Podozyten konnte jedoch nur die Expression von 
PHT1 und TauT nachgewiesen werden. 
 
Abbildung 25: PCR-Analyse der Expression potenzieller Carnosintransporter (PEPT1, PEPT2, PHT2, PHT1) und des 
Taurintransporters (TauT) in murinen Mesangialzellen (M), humanen Tubulusepithelzellen (T) und murinen 
Podozyten (P). Begriffe in Klammern bezeichnen die zugehörigen Gene. 
 
4.3.4. Einfluss von Carnosin und Anserin auf renale Zellen 
Die Zellviabilität der drei untersuchten renalen Zelltypen war jeweils in 
unterschiedlichem Maße durch Carnosin und Anserin beeinflusst. Podozyten zeigten die 
höchste Toleranz gegenüber Carnosin mit einer EC50 (mittlere effektive Konzentration) 
von 9,1 mmol/l. Bei Mesangial- und Tubulusepithelzellen wurden schon bei geringeren 
Konzentrationen toxische Effekte sichtbar, was sich in einer EC50 von 3,7 mmol/l bzw. 
4,1 mmol/l widerspiegelte. Während die Zellviabilität der Mesangialzellen am stärksten 
von Carnosin beeinträchtig wurde, war bei diesem Zelltyp die höchste Resistenz 
gegenüber Anserin nachweisbar. So betrug die EC50 von Anserin für diesen Zelltyp 
6 mmol/l, für Podozyten 4,7 mmol/l und für die Tubulusepithelzellen lediglich 
3,2 mmol/l. 
 
4.3.5. Effekt von Carnosin auf Proteinmodifikationen durch Carbonylstress in 
renalen Zellen 
Im Experiment mit den Tubulusepithelzellen über einen Inkubationszeitraum von 6 











auch 0,4 mmol/l Methylglyoxal zu einer vermehrten Bildung des Methylglyoxaladdukts 
Hydroimidazolon (MG-H1) führt, die nicht durch Co-Inkubation mit 0,5 mmol/l 
Carnosin reduziert werden konnte (Abbildung 26). 
 
Abbildung 26: Einfluss von Carnosin auf die Bildung des Methylglyoxaladdukts Hydroimidazolon (MG-H1) in 
Tubulusepithelzellen über 6 Stunden. Der Western Blot wurde dreimal wiederholt und ein repräsentatives 
Experiment ausgewählt. 
 
4.3.6. Effekt von Carnosin und Anserin auf die HSPA1-Expression bei oxidativem 
und Glukosestress 
Die 24-stündige Inkubation von humanen Tubulusepithelzellen mit Anserin, nicht aber 
Carnosin, führte in Kombination mit H2O2 bzw. Hyperglykämie zu einer signifikant 







Abbildung 27: HSPA1-Expression in humanen Tubulusepithelzellen nach 24-stündiger Inkubation mit Anserin oder 
Carnosin (jeweils 1 mmol/l) und in Kombination mit H2O2 (60 µmol/l) oder Glukose (36 mmol/l) relativ zur 
unbehandelten Kontrolle (jeweils n = 4). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. ***: p < 0,001. 
 
4.4. Protektive Mechanismen und Indikatoren von Carbonyl- und oxidativem 
Stress in der Niere bei Cndp1-Defizienz 
4.4.1. Glutathionmetabolismus in der Niere 
Die Konzentrationen von reduziertem Glutathion (GSH), Glutathion-Disulfid (GSSG) bzw. 
Gesamt-Glutathion und γ-Glutamylcystein (Abbildung 28) sowie Cystein (Daten nicht 
gezeigt) waren zwischen 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen und Wildtyptieren 
nicht verschieden. In der MALDI-MSI-Analyse waren GSH- und GSSG-Konzentration 
zwischen Cndp1-Knockoutmäusen und Wildtypmäusen ebenfalls nicht unterschiedlich 































Abbildung 28: Konzentrationen von γ-Glutamylcystein (γ-EC), reduziertem Glutathion (GSH), Glutathion-Disulfid 
(GSSG) und Gesamt-Glutathion im Nierengewebe 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 14) und 
Wildtypmäuse (n = 14). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
 
Abbildung 29: Lokalisierung von reduziertem Glutathion (GSH) und Glutathion-Disulfid (GSSG) im Nierengewebe 







































4.4.2. Genexpressionsanalyse in der Niere 
Die Expression von Genen, die im Zusammenhang mit oxidativem Stress und 
Entzündung stehen, wurde im Nierengewebe von 11 und 55 Wochen alten Cndp1-
Knockoutmäusen relativ zur Expression in altersgleichen Wildtyptieren untersucht. In 
den jungen Cndp1-Knockoutmäusen war die Expression von Hspa1, Nos2, Nfe2l2 bzw. 
Nrf2 und Tnfα signifikant erhöht (Tabelle 6). Die Tgfβ-Expression war zwischen Cndp1-
Knockoutmäusen und Wildtypmäusen nicht verschieden. In der 55-Wochen-
Altersgruppe wiederum war keines der untersuchten Gene in den Cndp1-
Knockoutmäusen im Kontrast zu den Wildtyptieren höher exprimiert. Nfe2l2 und Tnfα 
waren signifikant niedriger exprimiert. Hspa1-, Nos2-, und Tgfβ-Expression waren 
unverändert. In den 55 Wochen alten Tieren wurde zusätzlich noch die relative 
Expression von Gcs bestimmt, die in den Cndp1-Knockouttieren auf 46 % verglichen mit 
den Wildtypkontrollen reduziert war. 
Tabelle 6: Genexpressionsanalyse im Nierengewebe 11 und 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (je n = 4) 
mittels qPCR. Die dargestellten Werte sind relativ zu den Expressionsdaten der altersgleichen Wildtypmäuse (je 
n = 4) angegeben. In Klammern finden sich die Spannen der relativen Expression. *: p < 0,05; **: p < 0,01. 
Gen 11 Wochen alte Cndp1-KO 55 Wochen alte Cndp1-KO 
Hspa1 6,64** (1-43,9) 0,49 (0,12-1,96) 
Nos2 1,87* (0,33-10,77) 0,77 (0,33-1,78) 
Nfe2l2 1,87** (0,36-9,82) 0,47** (0,21-1,06) 
Tgfβ 1,22 (0,21-7,1) 0,62 (0,21-1,88) 
Tnfα 2,63** (0,4-17,28) 0,6** (0,24-1,5) 
 
4.4.3. Proteinoxidation in der Niere 
Bei der Detektion der Proteinoxidation per OxyBlot im Nierengewebe beider 
Altersgruppen wurde zwischen Cndp1-Knockoutmäusen und Wildtypkontrolltieren 
sowohl für 55 Wochen alte (Abbildung 30) als auch 11 Wochen alte Tiere (Daten nicht 






Abbildung 30: Proteinoxidation im Nierengewebe 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse und Wildtypmäuse. Ein 
repräsentativer Oxyblot wurde ausgewählt. 
 
4.5. Basaler Phänotyp der Cndp1-Knockoutmäuse 
4.5.1. Körpergewicht 
Bei den 11 Wochen alten Tieren wurde kein Unterschied im Körpergewicht zwischen 
den Cndp1-Knockoutmäusen und Wildtypkontrollen festgestellt (Abbildung 31). Auch 
nach Auftrennung nach Geschlecht war weder bei den männlichen 
Cndp1-Knockouttieren im Vergleich zu den männlichen Wildtypkontrollen noch bei den 
weiblichen Cndp1-Knockoutmäusen verglichen mit den weiblichen Wildtypmäusen ein 
signifikanter Unterschied feststellbar (Abbildung 32). 
Proteinoxidation 






Abbildung 31: Körpergewichte 11 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 16) und Wildtypmäuse (n = 18). 
Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
 
Abbildung 32: Körpergewichte 11 Wochen alter männlicher Cndp1-Knockoutmäuse (n = 8) und männlicher 
Wildtypmäuse (n = 9) sowie weiblicher Cndp1-Knockoutmäuse (n = 8) und weiblicher Wildtypmäuse (n = 9). 
Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
Bei den 55 Wochen alten Mäusen war das Körpergewicht der Cndp1-Knockouttiere um 
18 % höher als das der entsprechenden Wildtypkontrollen (Abbildung 33). Sowohl die 
männlichen als auch die weiblichen Cndp1-Knockoutmäuse wiesen gegenüber den 
männlichen bzw. weiblichen Wildtypmäusen einen signifikanten Anstieg des 














































Abbildung 33: Körpergewichte 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 48) und Wildtypmäuse (n = 18). 
Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. **: p < 0,01. 
 
Abbildung 34: Körpergewichte 55 Wochen alter männlicher Cndp1-Knockoutmäuse (n = 26) und männlicher 
Wildtypmäuse (n = 9) sowie weiblicher Cndp1-Knockoutmäuse (n = 24) und weiblicher Wildtypmäuse (n = 12). 
Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. **: p < 0,01. 
 
4.5.2. Organgewichte 
In den 11 Wochen alten Tieren wurde keine signifikante Differenz bei den Gewichten 
der Organe festgestellt. Gehirn, Leber, Niere, Herz, Lunge und Milz waren relativ zum 
Körpergewicht (Abbildung 35), als auch absolut betrachtet (Abbildung 36) bei den 
Cndp1-Knockoutmäusen im Vergleich zu den Wildtypkontrollen nicht verschieden. Bei 





















































Knockoutmäusen eine signifikante Reduktion des Gehirn-zu-Körpergewicht-Quotienten 
im Vergleich zu den männlichen Wildtypkontrollen um 8 % (Abbildung 37). Die 
absoluten Gehirngewichte waren jedoch nicht signifikant unterschiedlich. Bei den 
weiblichen Tieren konnten keine Unterschiede zwischen den Cndp1-Knockoutmäusen 
und Wildtypkontrollen festgestellt werden. 
 
Abbildung 35: Relative Organgewichte im Vergleich zum Körpergewicht der 11 Wochen alten 
Cndp1-Knockoutmäuse (n = 16) und Wildtypmäuse (n = 18). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
 
Abbildung 36: Organgewichte 11 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 16) und Wildtypmäuse (n = 18). 
















































Abbildung 37: Relative Organgewichte im Vergleich zum Körpergewicht 11 Wochen alter männlicher 
Cndp1-Knockoutmäuse (n = 8) und männlicher Wildtypmäuse (n = 9) sowie weiblicher Cndp1-Knockoutmäuse 
(n = 8) und weiblicher Wildtypmäuse (n = 9). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. **: p < 0,01. 
Bei den 55 Wochen alten Tieren konnte eine Verminderung des Organ-zu-
Körpergewicht-Quotienten beim Gehirn um 12 % und bei den Lungen um 15 % sowie 
eine Zunahme bei der Milz um 32 % zwischen den Cndp1-Knockoutmäusen und den 
entsprechenden Wildtypkontrollen detektiert werden (Abbildung 38). Bei der 
Betrachtung der absoluten Organgewichte zeigte sich eine signifikante Erhöhung in allen 
Organen außer den Lungen, deren Gewicht unverändert war (Abbildung 39). Bei den 
männlichen Cndp1-Knockoutmäusen im Vergleich zu den männlichen Wildtypkontrollen 
war kein Unterschied im Verhältnis der Organe zum Körpergewicht nachweisbar. Bei 
den weiblichen Cndp1-Knockoutmäusen war der Organ-zu-Körpergewicht-Quotient im 
Vergleich zu den weiblichen Wildtypkontrollen beim Gehirn um 10 % reduziert, bei der 
































Abbildung 38: Relative Organgewichte im Vergleich zum Körpergewicht der 55 Wochen alten 
Cndp1-Knockoutmäuse (n = 48) und Wildtypmäuse (n = 18). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. 
*: p < 0,05; **: p < 0,01. 
 
Abbildung 39: Organgewichte 55 Wochen alter Cndp1-Knockoutmäuse (n = 48) und Wildtypmäuse (n = 18). 






















































Abbildung 40: Relative Organgewichte im Vergleich zum Körpergewicht 55 Wochen alter männlicher 
Cndp1-Knockoutmäuse (n = 25) und männlicher Wildtypmäuse (n = 9) sowie weiblicher Cndp1-Knockoutmäuse 
(n = 24) und weiblicher Wildtypmäuse (n = 12). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. p < 0,05 **; 
p < 0,01. 
 
4.5.3. Glukosehomöostase 
Der Nüchternblutzuckerspiegel der 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäuse war im 
Vergleich zu den altersgleichen Wildtyptieren signifikant um 7 % erniedrigt (Abbildung 
41). Für die weiblichen Cndp1-Knockoutmäuse wurde kein Unterschied zu den 
weiblichen Wildtypkontrollen festgestellt (Abbildung 43 A), während bei den 
männlichen Cndp1-Knockoutmäusen ein um 10 % niedrigerer 
Nüchternblutzuckerspiegel nachweisbar war (Abbildung 43 B). Bei den 55 Wochen alten 
Cndp1-Knockoutmäusen wurde ein um 10 % höherer Nüchternblutzuckerspiegel im 
Vergleich zu den Wildtypkontrollen gemessen (Abbildung 42). Der 
Nüchternblutzuckerspiegel der 55 Wochen alten weiblichen Cndp1-Knockoutmäuse war 
4 % höher als bei den weiblichen Wildtypkontrolltieren (Abbildung 43 C). Die Werte der 
55 Wochen alten männlichen Cndp1-Knockoutmäuse unterschieden sich dagegen nicht 

































Abbildung 41: Nüchternblutzuckerspiegel bei 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen (n = 29) und 
Wildtypmäusen (n = 34). Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. *: p < 0,05. 
 
 
Abbildung 42: Nüchternblutzuckerspiegel bei 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen (n = 61) und 



























































Abbildung 43: Nüchternblutzuckerspiegel in 11 Wochen alten (A) weiblichen (n = 17 und n = 14) und (B) männlichen 
Cndp1-Knockoutmäusen (n = 17 und n = 15) sowie bei 55 Wochen alten (C) weiblichen (n = 17 und n = 23) und (D) 
männlichen Cndp1-Knockoutmäusen (n = 12 und n = 38) jeweils im Vergleich zu den gleichaltrigen 
Wildtypkontrollen mit demselben Geschlecht. Fehlerbalken repräsentieren die Standardabweichung. *: p < 0,05; 
**: p < 0,01. 
Beim intraperitonealen Glukosetoleranztest wurde bei den 11 Wochen alten Tieren zu 
den Zeitpunkten 5 und 10 Minuten ein signifikanter Unterschied bei der Veränderung 
des Blutzuckerspiegels als Antwort auf die intraperitoneale Glukoseinjektion zwischen 
den Genotypen ermittelt (Abbildung 44 A). Der Genotyp war jedoch kein Prädiktor eines 
nichtlinearen Einflusses auf den Blutglukosespiegel, ebenso wenig das Geschlecht 
(Abbildung 45 A und B). Bei den 55 Wochen alten Mäusen konnte nur beim Messpunkt 
5 Minuten nach der Glukoseinjektion ein Unterschied der relativen Blutzuckerwerte 
verzeichnet werden (Abbildung 44 B), während auch hier vergleichbar mit den jungen 
Tieren der Genotyp (Abbildung 44 B) und auch das Geschlecht (Abbildung 45 C und D) 

































































































Beim intraperitonealen Insulintoleranztest wurde bei den 11 Wochen alten Cndp1-
Knockoutmäusen ausschließlich 80 Minuten nach der Insulinapplikation ein niedrigerer 
relativer Blutglukosewert im Vergleich zu den Wildtypkontrollen ermittelt (Abbildung 46 
A). Zu allen anderen Messzeitpunkten war kein Unterschied nachweisbar. Bei den 55 
Wochen alten Tieren wurden signifikant verschiedene Messwerte zwischen den 
Genotypen zu den Zeitpunkten 10, 15 und 60 Minuten ermittelt (Abbildung 46 B). In 
beiden Alterskohorten war der Genotyp der Mäuse kein Prädiktor einer signifikanten 
Differenz der Insulinsensitivität. Bei den 11 Wochen alten weiblichen Cndp1-
Knockoutmäusen zeigte sich im Vergleich zu den Wildtyptieren eine höhere 
Insulinsensitivität (Abbildung 47 A). Diese konnte bei den männlichen Tieren beider 
Altersgruppen und bei 55 Wochen alten weiblichen Mäusen nicht festgestellt werden 
(Abbildung 47 B, C und D). 
 
Abbildung 44: Intraperitonealer Glukosetoleranztest bei (A) 11 und (B) 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen 
(Rot; n = 16 und n = 25) im Vergleich zu den gleichaltrigen Wildtypkontrollen (Blau; n = 18 und n = 12) mit Messung 
der Veränderung des Blutzuckerspiegels 5, 10, 15, 20, 25, 30, 60, 100 und 120 Minuten nach der intraperitonealen 
Injektion von 2 g/kg Glukose. Die Werte sind relativ zum Blutzuckerwert zum Zeitpunkt 0 Minuten des jeweiligen 






Abbildung 45: Intraperitonealer Glukosetoleranztest bei (A) weiblichen und (B) männlichen 11 Wochen alten und 
(C) weiblichen und (D) männlichen 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen (Rot; Weibchen: n = 8 und n = 8; 
Männchen: n = 8 und n = 17) im Vergleich zu den gleichaltrigen Wildtypkontrollen (Blau; Weibchen: n = 9 und n = 7; 
Männchen: n = 9 und n = 5) mit Messung der Veränderung des Blutzuckerspiegels 5, 10, 15, 20, 25, 30, 60, 100 und 
120 Minuten nach der intraperitonealen Injektion von 2 g/kg Glukose. Die Werte sind relativ zum Blutzuckerwert 






Abbildung 46: Intraperitonealer Insulintoleranztest bei (A) 11 und (B) 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen 
(Rot; n = 13 und n = 36) im Vergleich zu den gleichaltrigen Wildtypkontrollen (Blau; n = 16 und n = 17) mit Messung 
der Veränderung des Blutzuckers 5, 10, 15, 20, 25, 30, 60, 100 und 120 Minuten nach der intraperitonealen Injektion 
von 1 U/kg Insulin. Die Werte sind relativ zum Blutzuckerwert zum Zeitpunkt 0 Minuten des jeweiligen Tieres 






Abbildung 47: Intraperitonealer Insulintoleranztest bei (A) weiblichen und (B) männlichen 11 Wochen alten und (C) 
weiblichen und (D) männlichen 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen (Rot; Weibchen: n = 6 und n = 10; 
Männchen: n = 7 und n = 21) im Vergleich zu den altersgleichen Wildtypkontrollen (Blau; Weibchen: n = 8 und 
n = 15; Männchen: n = 8 und n = 7) mit Messung der Veränderung des Blutzuckerspiegels 5, 10, 15, 20, 25, 30, 60, 
100 und 120 Minuten nach der intraperitonealen Injektion von 1 U/kg Insulin. Die Werte sind relativ zum 







Der homozygote Knockout des Carnosinase 1-Gens führte im Vergleich zu Mäusen mit 
zwei Wildtyp-Allelen zu stark erhöhten Konzentrationen von Carnosin und Anserin in der 
Niere mit unterschiedlichen Ausprägungen in Abhängigkeit von Alter und Geschlecht der 
Tiere. Die geringe Carnosinase-Restaktivität war auf eine unspezifische Aktivität der 
Carnosinase 2 zurückzuführen, die ex vivo lediglich unter supraphysiologischen 
Substratkonzentrationen detektierbar war. Carnosinase-Aktivität in den 
Wildtypkontrollen konnte ausschließlich im Nierengewebe festgestellt werden. In 
Gehirn, Leber, Muskel, Lunge, Herz, Serum und Pankreas fand kein Carnosinabbau statt. 
Es handelt sich somit bei den Cndp1-Knockoutmäusen mit einer de facto 
nierenspezifischen Carnosinase 1-Defizienz und lokal stark gesteigerter Carnosin- und 
Anserinkonzentration um ein ideales Modell zum Studium der funktionellen Bedeutung 
des renalen Carnosinmetabolismus für den murinen Stoffwechsel im Allgemeinen und 
speziell für die Carnosin und Anserin abhängigen protektiven Mechanismen gegen 
chronische Nierenerkrankungen wie die diabetische Nephropathie (DN). 
 
5.1. Die renale Carnosinase-Aktivität ist in den Cndp1-Knockoutmäusen de facto 
ausgeschaltet 
Nur in der Niere konnte in den Wildtyptieren ein Carnosinabbau gemessen werden. 
Bereits frühere Studien des Carnosinmetabolismus in Nagern konnten eine relevante 
Carnosinase-Aktivität ausschließlich im Nierengewebe nachweisen [177, 178]. Im 
Gegensatz hierzu findet sich beim Menschen eine hohe Carnosinase 1-Aktivität vor 
allem im Serum sowie dem Gehirn [179], wobei es auch eine messbare renale 
Enzymaktivität gibt [14]. Im Vergleich zu Nagern erschwert diese hohe Serum-
Carnosinase 1-Aktivität  beim Menschen eine orale Supplementation von Carnosin und 
Anserin, da diese nach der Aufnahme ins Blut einem raschen Abbau unterliegen [13]. 
Trotz der unterschiedlichen Lokalisierung der Enzymaktivität beim Menschen und bei 
der Maus, nahm die Carnosinase 1-Aktivität wie beim Menschen [89, 180] auch in den 
Mäusen mit dem Alter zu. Eine Geschlechtsspezifität der Enzymaktivität wie sie für die 
humane Serum-Carnosinase 1 beschrieben wurde [88], konnte bei den Mäusen in der 





In den Cndp1-Knockoutmäusen war die renale Carnosinase 1-Aktivität im Vergleich zu 
den Wildtypkontrollen stark reduziert. Dieser Effekt war alters- und 
geschlechtsunabhängig. In den Cndp1-Knockoutmäusen beider Altersgruppen schien 
eine Restaktivität von etwa 20 % im Vergleich mit den gleichaltrigen Wildtypmäusen 
vorhanden zu sein. Diese konnte durch Bestatin, einem Inhibitor der Carnosinase 2 
[181], vollständig unterdrückt werden. Sowohl auf RNA- als auch auf Proteinebene [182] 
wurde in renalen Zellen eine solche Enzymaktivität nachgewiesen. Dabei wurde diese 
Isoform als unspezifische cytosolische Carnosinase beschrieben [182, 183], die nur im 
basischen Milieu mit einem pH-Wert von 9,5 Carnosin abbaut [184]. Da außerdem alle 
Experimente zum Carnosinabbau mit supraphysiologisch hohen 
Substratkonzentrationen durchgeführt wurden, spiegelt dies nicht den Carnosinabbau 
im renalen Gewebe bzw. den Beitrag der Carnosinase 2 in vivo wider. Es ist somit 
wahrscheinlicher, dass der renale Carnosinabbau in den Wildtypmäusen in vivo auf der 
Aktivität der Carnosinase 1 fußt, die in den Cndp1-Knockoutmäusen praktisch 
ausgeschaltet ist. 
 
5.2. Die renalen Konzentrationen von Carnosin und Anserin sind in den 
Cndp1-Knockoutmäusen erhöht 
Dieser Verlust der Carnosinase 1-Aktivität führte sowohl in 11 als auch 55 Wochen alten 
Mäusen zu einer stark erhöhten Konzentration der Carnosinase-Substrate Carnosin und 
Anserin ausschließlich im Nierengewebe. Diese gewebsspezifische Erhöhung der 
Carnosin- und Anserinspiegel konnte mittels MALDI-MSI bestätigt und dem Cortex der 
Niere zugeordnet werden. Es besteht somit ein direkter Zusammenhang zwischen der 
stark verminderten Carnosinase-Aktivität und der gesteigerten Konzentration dieser 
histidinhaltigen Dipeptide in den Nieren der Cndp1-Knockoutmäuse. Dies entspricht 
aufgrund der hohen Spezifität der Carnosinase 1 für Carnosin und in etwas geringerem 
Maße für Anserin [78] den Erwartungen. In Humanstudien konnte ein solcher 
Zusammenhang bisher nur partiell bestätigt werden. So zeigten Peters et al. [185], dass 
in gesunden Probanden die Carnosinase-Aktivität im Serum und die Konzentration von 
Carnosin und Anserin selbst bei einer Reduktion der Aktivität auf 10 % des Normwertes 
nicht korrelieren. Auch im Mausmodell war nicht immer ein konstanter Nachweis 
möglich. So war in den 55 Wochen alten, männlichen Wildtyptieren trotz fast 





renale Carnosinkonzentration unverändert. Im Nierengewebe der 55 Wochen alten 
Cndp1-Knockoutmäuse waren sowohl Carnosin als auch Anserin im Vergleich zu den 11 
Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen reduziert, obwohl keine Zunahme des 
Carnosinabbaus mit dem Alter detektierbar war. Hieraus lässt sich folgern, dass die 
renale Histidindipeptid-Konzentration einerseits von der Carnosinase 1-Aktivität in den 
Nieren abhängig ist, jedoch nicht ausschließlich durch diese reguliert wird. Weitere 
Mechanismen müssen altersabhängig zu einer Regulation des Carnosinabbaus 
beitragen. Die Synthese von Carnosin erfolgt aus β-Alanin und L-Histidin durch die 
Carnosinsynthase [57], die ebenfalls aus β-Alanin und Methyl-L-histidin Anserin bilden 
kann. Eine Expression der Carnosinsynthase im Nierengewebe konnte bereits 
nachgewiesen werden [14, 60], allerdings ist dieses Enzym im Vergleich zur 
Carnosinase 1 weniger detailliert charakterisiert. Eine Reduktion der Expression bzw. 
Aktivität der Carnosinsynthase mit zunehmendem Alter könnte ebenfalls zur 
Verminderung der Carnosin- und Anserinkonzentration beitragen. 
Neben der veränderten Synthese sind auch weitere altersbedingte Veränderungen als 
Ursache der erniedrigten renalen Carnosin- und Anserinspiegel denkbar. So werden 55 
Wochen alte Mäuse bereits als alte Tiere mit Seneszenzerscheinungen eingestuft [166]. 
Dagegen gelten 11 Wochen alte Mäuse als gerade der Adoleszenz entwachsene Tiere. 
Aufgrund der Verknüpfung des Alterungsprozesses mit der Akkumulation von reaktiven 
Sauerstoffspezies [186] und advanced glycation endproducts [187], kann für die 55 
Wochen alten Tieren ein verstärkter oxidativer Stress in den Nieren angenommen 
werden. Carnosin und Anserin gelten als Fänger verschiedener reaktiver 
Sauerstoffspezies und AGEs, mit denen sie stabile Intermediate bilden [40, 74, 188]. 
Folglich ist als weitere Ursache der reduzierten Konzentrationen von Carnosin und 
Anserin bei den alten Mäusen der erhöhte Verbrauch durch verstärkte Inaktivierung der 
vorgenannten reaktiven Metabolite möglich. 
Während die renale Carnosinase-Aktivität für männliche und weibliche 
Cndp1-Knockouttiere beider Altersgruppen nicht verschieden war, konnten 
geschlechtsabhängige Unterschiede für die renale Carnosin- und Anserinkonzentration 
beobachtet werden. Der Anstieg der renalen Carnosinkonzentration im Vergleich zu den 
alters- und geschlechtsentsprechenden Wildtypmäusen war bei den weiblichen Cndp1-





Carnosinspiegeln war der Konzentrationsanstieg für Anserin zwischen Cndp1-
Knockoutmäusen und den entsprechenden Wildtypkontrollen beiderlei Geschlechts 
nicht verschieden. 
Als Ursache für die geschlechtsspezifischen Unterschiede in der renalen 
Carnosinkonzentrationen konnte neben der Carnosinase-Aktivität auch eine 
unterschiedliche Aufnahme von Carnosin ausgeschlossen werden. Im Futter der Mäuse 
war weder Carnosin noch Anserin vorhanden, d.h. es erfolgte keine akzidentelle 
exogene Supplementation mit den Histidindipeptiden. Da die geschlechtsspezifischen 
renalen Konzentrationsunterschiede insofern nicht durch Aufnahme oder Abbau 
bedingt sind, könnte dies auf entsprechende Unterschiede in der Carnosin-Synthese 
hinweisen, die möglicherweise alters- und/oder geschlechtsspezifisch reguliert ist. Sollte 
dies der Fall sein, bleibt die Frage, warum diese Unterschiede sich nur in der 
Carnosinkonzentration, nicht jedoch in der Anserinkonzentration widerspiegeln. 
Denkbar ist, dass die Synthese von Anserin nicht oder nur zu geringen Teilen über die 
Carnosinsynthase verläuft. So konnte bereits das Enzym Histamin N-Methyltransferase-
like (HNMT-like) im Muskelgewebe von Hühnern [73] und ein Ortholog in Ratte und 
Mensch sowie in der Hefe [75] als Carnosin-N-Methyltransferase, die Anserin durch 
Methylierung von Carnosin synthetisiert, nachgewiesen werden. Auch in der Maus 
konnte eine ubiquitäre Expression des kodierenden Gens gezeigt werden [189]. Dieses 
Enzym, respektive das Gen, könnte im Gegensatz zur Carnosinsynthase 
geschlechtsunabhängig aktiv oder exprimiert sein, sodass die renale 
Anserinkonzentration in männlichen und weiblichen Mäusen eines Genotyps und Alters 
nicht signifikant unterschiedlich ausfällt. 
 
5.3. Die Carnosin- und Anserinkonzentration in anderen Organen der 
Cndp1-Knockoutmäuse sind kaum verändert 
Die höchsten Konzentrationen von Carnosin und Anserin konnten unabhängig von 
Geschlecht und Genotyp mit großem Abstand stets im Muskel gemessen werden. Kamal 
et al. [18] zeigten bereits, dass nur im Bulbus olfactorius, der hier nicht getrennt vom 
Rest des Gehirns in die Messung einfloss, noch höhere Werte in murinem Gewebe 
ermittelt werden können. Die Zusammensetzung der Histidindipeptide ist für 





durch unterschiedliche Verhältnisse dieser Histidindipeptide zueinander 
gekennzeichnet, wie bereits durch Jackson und Lenney [191] für Ratten und den 
Menschen bestimmt wurde. So wiesen in den Cndp1-Knockout- und Wildtypmäusen 
beispielsweise Muskel- und Nierengewebe Carnosin und Anserin in einem äquimolaren 
Verhältnis auf. Im Gehirn wiederum waren die Carnosin- und Anserinkonzentrationen 
insgesamt geringer, Carnosin aber wesentlich stärker konzentriert als Anserin. Dies 
könnte auf die unterschiedlichen organspezifischen Limitationen der für die Synthese 
der Histidindipeptide notwendigen Substrate zurückzuführen sein, aber auch auf 
verschiedene Stressfaktoren, denen die Gewebe ausgesetzt sind, bzw. durch die 
unterschiedlichen Anforderungen an Schutzmechanismen, die daraus resultieren, 
bedingt sein. Während für Carnosin, wie auch in dieser Arbeit gezeigt, das Abfangen von 
reaktiven Metaboliten wie Dialdehyden oder α, β-ungesättigte Aldehyden [192, 193] 
sowie eine effektivere Verhinderung der Bildung von AGEs [164, 169] beschrieben sind, 
so besitzt Anserin ein höheres anti-oxidatives Potenzial und [194] und führt zu einer 
gesteigerter Expression von HSPA1 in humanen Tubulusepithelzellen. 
Außerhalb der Niere sind die Carnosin- und Anserinkonzentrationen anderer Gewebe 
nur gering durch die Cndp1-Defizienz beeinflusst, doch wurden signifikante 
Unterschiede in Leber, Muskel und Herz gemessen. Diese Differenzen zwischen den 
Genotypen existieren, obwohl in den untersuchten Organen weder in den 
Wildtyptieren, noch den Cndp1-Knockoutmäusen Carnosinase-Aktivität detektiert 
wurde. Es ist demnach eine renale Ursache anzunehmen. Aus diesem Grund wurden die 
Konzentrationen von Carnosin und Anserin im Serum untersucht. In 55 Wochen alten 
Cndp1-Knockoutmäusen war die Anserinkonzentration im Kontrast zu den gleichaltrigen 
Wildtyptieren erhöht, die Carnosinkonzentration jedoch unverändert. Die 
Konzentrationsunterschiede von Carnosin und Anserin in den nicht-renalen Organen 
waren nur in den 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen signifikant verschieden. In 
den 55 Wochen alten Mäusen findet also möglicherweise eine Sezernierung von Anserin 
aus dem Nierengewebe ins Blut statt, sodass sich die Serumkonzentration erhöht, doch 
beeinflusst dies die Konzentration in anderen Geweben nicht. Ein Re-Import in andere 
Organe findet mutmaßlich nicht statt. 
Bisher wurde von einem vergleichbaren Transport von Carnosin und Anserin 





Oligopeptid-Transporter-Familie (PEPT1, PEPT2, PHT1, PHT2) sowohl für Carnosin [195, 
196], als auch Anserin [197] beschrieben. Die Expression von PHT1 konnte in Podozyten, 
Mesangial- und Tubulusepithelzellen, die Expression von PEPT1, PEPT2 und PHT2 nur in 
Tubulusepithelzellen nachgewiesen werden. Der Transport aus dem Gewebe ins Blut ist 
weniger gut charakterisiert. Jappar et al. [198] postulierten für die Niere einen vielfach 
höheren Transport vom Tubuluslumen in die Epithelzelle als der Efflux über die 
basolaterale Membran in Richtung Interstitium/Blut. Insofern wird eher von einer 
Akkumulation in der Niere ausgegangen. Der Transport ins Blut basiert wahrscheinlich 
auf einer erleichterten Diffusion mithilfe von Carrier-Proteinen, deren Zusammenspiel 
mit den apikalen Protonen gekoppelten Transportern bereits für andere Zelltypen 
beschrieben wurde [199]. Während es demnach plausibel erscheint, dass die 
Carnosinkonzentration im Serum der Cndp1-Knockoutmäuse nicht signifikant verändert 
war, so ist unklar warum Anserin in weit höheren Mengen sezerniert wurde. Die 
chemischen Eigenschaften von Carnosin und Anserin wurden als sehr ähnlich 
beschrieben [200], dennoch ist durch die zusätzliche Methylgruppe des Anserinmoleküls 
und die damit einhergehende Veränderung der sterischen Eigenschaften sowie der 
Ladungsverteilung [201] ein höherer Transport aus den Nierenzellen denkbar. 
Während also in den 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen fast ausschließlich ein 
Export von Anserin aus der Niere ins Blut stattfand, der Carnosin-Efflux vernachlässigbar 
war, und sich dies nicht auf die Histidindipeptid-Spiegel anderer Gewebe auswirkte, 
konnte für die 11 Wochen alten Mäuse nicht genug Blut entnommen werden. Es liegen 
folglich keine Serumwerte für Carnosin und Anserin vor und der tatsächliche Export aus 
dem Nierengewebe bleibt zu untersuchen. In diesen Tieren war jedoch auffällig, dass im 
Muskelgewebe der Cndp1-Knockoutmäuse verglichen mit den Wildtypkontrollen keine 
Erhöhung, sondern eine Reduktion der Carnosin- und Anserinkonzentration gemessen 
wurde. Aufgrund der mit dem Alter abnehmenden Syntheserate waren die renalen 
Carnosin- und Anserinkonzentrationen in den 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen 
möglicherweise noch höher als in den 55 Wochen alten Tieren. Diese hohen 
Konzentrationen wirkten sich jedoch nicht auf die Serumkonzentration von β-Alanin, 
den limitierende Faktor der Carnosin-Synthese [202], aus. Auch im Muskelgewebe selbst 
war in den 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen die β-Alanin-Konzentration im 





dass die stark erhöhte Histidindipeptid-Synthese in der Niere über den gesteigerten 
Bedarf an Substraten die β-Alanin-Konzentration im Serum nachhaltig beeinflusste und 
in der Folge zu einer Substrat-Depletion im Muskelgewebe geführt hat. Da auch im 
Muskel wie in allen anderen Organen außer der Niere keine nennenswerte Carnosinase-
Aktivität gemessen wurde, sind andere renale Effekte als Ursache wahrscheinlich. 
 
5.4. Die Funktionalität und Morphologie der Niere ist in Cndp1-Knockoutmäusen 
unverändert 
In den Cndp1-Knockoutmäusen wurde trotz Veränderungen des renalen 
Carnosinmetabolismus kein Unterschied in der Morphologie und Funktionalität der 
Niere im Vergleich zu den Wildtyptieren festgestellt. Vor dem Hintergrund, dass in 
Studien mit Supplementation von Carnosin [137] und Anserin [194] in Nagern 
diabetische Spätschäden wie die diabetische Nephropathie partiell verhindert werden, 
erschien es sinnvoll zu überprüfen, ob die Akkumulation dieser Histidindipeptide und 
die Reduktion der renalen Carnosinase-Aktivität auch im gesunden Tier, also unabhängig 
von einem Schutz vor den Folgen der diabetischen Stoffwechsellage, Auswirkungen auf 
die durch die diabetische Nephropathie veränderten Nierenfunktionsparameter sowie 
Morphologie hat. Die diabetische Nephropathie geht oftmals einher mit einer initialen 
Hyperfiltration, die sich in einem Anstieg der glomerulären Filtrationsrate niederschlägt 
[203] und möglicherweise zur Manifestation der nachfolgenden Mikroalbuminurie 
beiträgt [204, 205]. Morphologisch geht dem eine Verdickung der glomerulären und 
tubulären Basalmembran und eine mesangiale Expansion voraus [206]. Diese diffuse 
oder noduläre Sklerosierung treibt zusammen mit Läsionen der Podozyten die 
Progression der diabetischen Nephropathie, in deren Verlauf es dann zu einem Abfall 
der Filtrationsleistung kommt [207]. 
In der detaillierten mikroskopischen Begutachtung der histochemisch angefärbten 
Gewebeschnitte waren keine pathologischen Veränderungen in den mit der 
diabetischen Nephropathie assoziierten Parametern in den Nieren der Mäuse 
feststellbar. Zusätzlich zeigten Gewebeschnitte, die mit PAS angefärbt wurden, in der in 
silico-Auswertung für 55 Wochen alte Cndp1-Knockoutmäuse und die entsprechenden 
Wildtypkontrollen keinen Unterschied in der absoluten Deposition angefärbten 





Carnosin und Anserin gegenüber den drei untersuchten renalen Zelltypen (murine 
Mesangialzellen und Podozyten, sowie humane Tubulusepithelzellen), obwohl sie 
unterschiedliche Konzentrationen dieser Histidindipeptide tolerierten, insgesamt nur 
eine geringe Toxizität ausübten und die EC50 weit unter den Konzentrationen lag, die in 
den Nieren der Cndp1-Knockoutmäusen erreicht wurden. Auch die Nierenfunktion 
(GFR) war bei beiden Genotypen nicht verschieden und weder pathologisch erhöht noch 
erniedrigt, sondern im normalen Bereich [208, 209]. Zusätzlich lassen diese Ergebnisse 
auch auf das Ausbleiben eines negativen Einflusses der Cndp1-Defizienz auf das 
Auftreten Seneszenz bedingter Läsionen der Niere schließen, die sich durch eine 
Glomerulosklerose und infolgedessen eine Reduktion der GFR äußern würden [210, 
211], und die weder in den Cndp1-Knockoutmäusen noch in den Wildtyptieren bis zum 
Alter von 55 Wochen beobachten wurde. 
Einzig auffällig war der Albumin-zu-Creatinin-Quotient (ACR) im Spontanurin der Tiere. 
Ein Verhältnis von 30 bis 300 mg Albumin/g Creatinin wird als Mikroalbuminurie 
definiert [212]. Zwar waren die Werte für beide Genotypen nicht signifikant 
verschieden, lagen aber mit im Mittel 74 mg/g und 96 mg/g in diesem pathologischen 
Bereich. Gegen eine tatsächliche Albuminurie spricht, dass eine Mikroalbuminurie 
zumeist mit einer reduzierter GFR einhergeht [213], die definitiv nicht vorlag. Zwar kann 
eine Mikroalbuminurie auch unabhängig von einem GFR-Abfall auftreten, zum Beispiel 
durch mikrovaskuläre Schäden [214] oder Veränderungen im tubulären Transport ohne 
Beeinträchtigung der Filtration in frühen Stadien des Diabetes mellitus [215], doch 
erscheint dies als Ursache für gesunde Mäuse eher unwahrscheinlich. Selbst für die 
Messung beim Menschen existieren viele verschiedene Richtlinien zur Bestimmung der 
ACR [216] zum Beispiel mit unterschiedlichen Zeitpunkten der Urinsammlung und 
Analysemethoden, die zur Variabilität der Resultate beitragen. Zusätzlich nimmt die 
Creatinin-Sekretion mit dem Alter ab [97], was das Verhältnis von Albumin zu Creatinin 
bei den 55 Wochen alten Tiere zusätzlich erhöht haben könnte. Die erhöhten Messwerte 
als Folge der angewandten Messmethode bzw. den zugrunde gelegten Kriterien ist also 
eher anzunehmen als eine pathologische Veränderung in den Nieren. 
Die Konzentrationen der proteinogenen Aminosäuren im Nierengewebe waren nur 
partiell und nicht in beiden Altersgruppen gleichermaßen verändert. In den 11 Wochen 





Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen Arginin im Vergleich zu den 
altersentsprechenden Wildtypkontrollen reduziert. Ferner fällt auf, dass trotz der 
erhöhten Carnosin- und Anserinspiegel in den Nieren die Konzentration des Substrates 
L-Histidin in den Cndp1-Knockoutmäusen nicht verändert war. Da in der Maus keine de 
novo-Synthese von L-Histidin erfolgt [217], ist die verringerte Abundanz von Asparagin, 
Glutamin und Serin bzw. Arginin nicht auf das Aufrechterhalten der L-Histidin-
Konzentration im Zuge eines gesteigerten Verbrauchs für die Carnosin- und 
Anserinsynthese zurückzuführen. Analog waren die β-Alanin-Konzentrationen, die in 
Muskel, Niere und Serum von 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen gemessen 
wurden, nicht verändert. β-Alanin wird bei Säugetieren hauptsächlich über die 
Degradation von Uracil in der Leber generiert und nicht aus seiner α-Form wie andere 
β-Aminosäuren [218] bzw. durch Decarboxylierung von Asparaginsäure wie in 
Prokaryoten [219]. Daher waren die reduzierten Aminosäurekonzentrationen 
wahrscheinlich auch nicht an β-Alanin gekoppelt. 
In den jungen als auch alten Cndp1-Knockoutmäusen waren Carnosin- und 
Anserinkonzentration in den Nieren erhöht und insofern gleichsinnige Effekte in beiden 
Altersgruppen zu erwarten. Da dies aber nicht der Fall war, sorgen vermutlich 
zusätzliche Parameter wie das Alter dieser Tiere dafür, dass die 
Aminosäurekonzentrationen im Nierengewebe unterschiedlich verändert waren. Zwar 
war die Morphologie und Funktionalität des renalen Gewebes selbst durch diese 
Veränderungen nicht beeinträchtigt, doch spielt die Niere eine substanzielle Rolle in der 
Synthese und dem Austausch von Aminosäuren zwischen den Organen [220]. So findet 
als Kompensation des Verlusts von Creatinin über den Urin in hohem Maße Arginin-
Synthese statt [221], und auch Serin wird zu großen Teilen, beim Fasten möglicherweise 
ausschließlich, in der Niere synthetisiert und nachfolgend sezerniert [222]. Es kann somit 
nicht ausgeschlossen werden, dass die Effekte der Cndp1-Defizienz auf den renalen 







5.5. Indikatoren für Schutzmechanismen vor Carbonyl- und oxidativem Stress 
sind in den Nieren der Cndp1-Knockoutmäuse verändert 
Neben der Nierenfunktion und renalen Morphologie wurde auch der Einfluss des 
homozygoten Cndp1-Knockouts auf weitere Parameter im Nierengewebe bestimmt, 
insbesondere solche, die entweder für Carnosin oder Anserin als Schutzmechanismen 
gegen diabetische Komplikationen postuliert wurden oder als solche aufgrund der 
Ursachen bzw. Progression der diabetischen Nephropathie wahrscheinlich erscheinen. 
Hierzu gehört die Proteinoxidation durch eine direkte Interaktion mit reaktiven 
Sauerstoffspezies wie Superoxidanionen [223], die bei diabetischer Stoffwechsellage 
vermehrt infolge einer mitochondrialen Dysfunktion entstehen [224, 225], oder andere 
Sauerstoffradikale, die durch vermindertes Abfangen als Folge eines Anstiegs des 
thioredoxin interacting protein [226], reduzierte GSH-Spiegel oder eine erniedrigte SOD-
Aktivität akkumulieren [227]. Auch unter nicht-diabetischen Bedingungen, bzw. im 
gesunden Tier, findet stets eine basale ROS-Produktion statt, die leicht über der Aktivität 
der anti-oxidativen Systeme liegt, sodass kontinuierlich oxidative Modifikationen 
auftreten [228]. Daher wurde auch in den Cndp1-Knockoutmäusen und Wildtyptieren 
Proteinoxidation festgestellt. Diese war bei den 11 bzw. 55 Wochen alten Cndp1-
Knockoutmäusen im Vergleich zu den altersgleichen Wildtyptieren nicht verschieden. 
Trotz dem durch Carnosin vermittelten, postulierten Schutz gegenüber oxidativem 
Stress [229, 230] z.B. durch Erhöhung der SOD-Aktivität [151], direkte Inaktivierung von 
ROS [40, 74] oder eine erhöhte Hspa1-Expression durch Anserin [194], was zu einer 
Verminderung der renalen Proteinoxidation führen sollte, kam es in den Cndp1-
Knockoutmäusen nicht dazu. Dieser Befund unterstützt die Vermutung, dass Carnosin, 
anders als von Aydin et al. [149] publiziert, in diesem Tiermodell keinen positiven 
Einfluss auf die GSH-Konzentration der Niere hat. So wurden in 55 Wochen alten Tieren 
beider Genotypen keine Unterschiede in der renalen GSH- oder GSSG-Konzentration 
detektiert. Eine erhöhte GSH-Konzentration würde aufgrund der Wirkung von 
Glutathion als Antioxidans [231] eine verringerte Konzentration oxidierter Proteine 
bedingen. Ebenfalls gestützt wird dies durch die semi-quantitative MALDI-MSI-Analyse, 
die einerseits auch kein Indiz auf Konzentrationsunterschiede zwischen Cndp1-
Knockoutmäusen und Wildtyptieren gab und darüber hinaus sowohl GSH als auch GSSG 
im Nierenmark lokalisierte. Diese räumliche Distanz zur Carnosin- und 





Einfluss der hohen Carnosinkonzentration in den Cndp1-Knockoutmäusen auf das GSH-
GSSG-Verhältnis. 
Die Carbonylierung von Proteinen findet nicht nur über direkte Oxidation durch reaktive 
Sauerstoffspezies statt [232], sondern auch über eine Glykierung mithilfe reaktiver 
Aldehyde wie Methylglyoxal [233], deren Konzentrationen ebenso im Diabetes mellitus 
stark erhöht sind [234]. Methylglyoxal kann dabei auch über oxidativen Stress durch z.B. 
Lipidperoxidation gebildet werden [235]. Im Nierengewebe der Cndp1-Knockoutmäuse 
war die Proteinoxidation im Vergleich zum den entsprechenden Wildtypkontrollen nicht 
verschieden, trotz der deutlich erhöhten Carnosin- und Anserinkonzentration. Ebenso 
war auch in den humanen Tubulusepithelzellen in vitro die Bildung von 
Hydroimidazolon 1 (MG-H1), einem Methylglyoxaladdukt, bei Co-Inkubation mit 
Carnosin und Anserin nicht unterschiedlich zu den nur mit Methylglyoxal behandelten 
Kontrollen. MG-H1 repräsentiert dabei als Hauptaddukt der Reaktion von Methylglyoxal 
mit Proteinen einen prominenten Vertreter der Proteinglykierung [236]. Analysen in 
zellfreier Umgebung über NMR konnten durchaus eine direkte Interaktion von Carnosin 
und Anserin mit Methylglyoxal nachweisen, die zur Bildung von Methylglyoxal-
Oligomeren und -Polymeren führte. Diese sind möglicherweise weniger reaktiv als 
Methylglyoxal, was einen potenziellen Mechanismus darstellen könnte wie die 
Carbonylierung von Proteinen durch Carnosin und Anserin verhindert werden kann. Aus 
den Proteincarbonylen können durch komplexe mehrstufige Reaktionen AGEs 
entstehen [237]. Versuchsansätze mit humanem Albumin als Beispiel modifizierbarer 
Proteine zeigten wiederum, dass sowohl bei der Bildung von AGEs allgemein als auch 
speziell dem AGE N ε-(Carboxyethyl)-lysin (CEL) hohe Quotienten von Carnosin und/oder 
Anserin zu Methylglyoxal nötig sind um deren Konzentration zu reduzieren. Dies kann 
erklären warum keine MG-H1-Reduktion in den Versuchen mit humanen 
Tubulusepithelzellen möglich war, da nur Carnosin-zu-Methylglyoxal-Quotienten von 
maximal 2:1 eingesetzt wurden. In der gesunden Cndp1-Knockoutmaus wiederum 
können im Nierengewebe Quotienten von Carnosin zu Methylglyoxal erreicht werden, 
die eine AGE-Reduktion ermöglichen würden. Thornalley [238] konnte bei Ratten eine 
Methylglyoxal-Konzentration von etwa 1 nmol/g Nierengewebe nachweisen. Unter 
Annahme von ca. 16 % Proteingehalt der Niere [239] und ähnlichen Werten für Mäuse 





Carnosinkonzentrationen zwischen 1 und 2 nmol/mg Protein bei den Cndp1-
Knockoutmäusen resultiert ein Quotient von Carnosin zu Methylglyoxal von 6250 : 1 bis 
12500 : 1. Da somit die Konzentration von AGEs, respektive den Proteincarbonyl-
Intermediaten, prinzipiell signifikant vermindert werden könnte, dies jedoch in den 
Cndp1-Knockoutmäusen nicht detektiert werden konnte, deutet dies darauf hin, dass 
die Bildung von Proteincarbonylen in der Niere im gesunden Tier durch Methylglyoxal 
nur in vernachlässigbar kleinen Mengen erfolgt bzw. ein direktes Abfangen von 
Methylglyoxal durch Carnosin in vivo nicht stattfindet. 
Die Expressionsanalyse im Nierengewebe zeigte in den 11 Wochen alten Cndp1-
Knockoutmäusen einen Anstieg der Expression von Tnfα und Nfe2l2 im Vergleich zu den 
Wildtypkontrollen. Das vom Tnfα-Gen kodierte TNFΑ ist ein Zytokin mit einer tragenden 
Rolle bei der akuten und bei der chronischen Inflammation [240, 241]. Nfe2l2 ist das 
kodierende Gen für den Transkriptionsfaktor NRF2, der im Wesentlichen die Expression 
von anti-oxidativ wirkenden Enzymen wie z.B. Hämoxygenase-1 (HO-1) steuert [242]. 
TNFΑ selbst kann jedoch über die Generierung von reaktiven Sauerstoffspezies zur 
Aktivierung von NRF2 führen [243]. Darüber hinaus wurde gezeigt, dass das Silencing 
der TNFΑ induzierten NRF2-Stressantwort pro-inflammatorische Zytokine stimuliert 
[244]. Aus diesem Grund treibt möglicherweise die gesteigerte Expression von Tnfα und 
Nfe2l2 in den Cndp1-Knockoutmäusen die von NRF2 kontrollierte Expression 
zytoprotektiver Gene wie NAD(P)H dehydrogenase (quinone) 1 (Nqo1) und Ho-1 an [245] 
und stellt somit einen Schutzmechanismus gegen die mit dem Diabetes mellitus 
assoziierte Entzündung dar, der zu der beobachteten Verhinderung diabetischer 
Spätschäden durch Carnosin und Anserin beiträgt, die in diabetischen Mausmodellen 
beschrieben wurde. Gestützt wird diese Überlegung durch eine erhöhte Expression des 
Gens der induzierbaren Stickstoffmonoxid (NO) -Synthase (NOS2) im Nierengewebe der 
Cndp1-Knockoutmäuse. Für NOS2 wurde gezeigt, dass sie NO für die S-Nitrosylierung 
des NRF2-KEAP1-Komplexes produziert, was das Abfangen von NRF2 durch KEAP1 
verhindert und somit dessen Translokation in den Zellkern verstärkt [246]. Des Weiteren 
stützen diese Expressionsanalysen auch die in humanen proximalen 
Tubulusepithelzellen gefundene Korrelation einer gesteigerten HSPA1-Expression bei 
Supplementation von Anserin unter oxidativem Stress. Sowohl die Anserinkonzentration 





Hitzeschockproteins 70 sind in den Nieren der 11 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäuse 
im Vergleich zu den Wildtypkontrollen erhöht. 
Zwar wurde kürzlich von  Oppermann et al. [247] eine transkriptionsmodulierende 
Wirkung von Carnosin über eine verstärkte Histon-Acetylierung nachgewiesen, doch 
könnten wie im Falle der MAPK [248] bzw. KRAS [249] auch indirekte Effekt von Carnosin 
z.B. durch die Verminderung von reaktiven Sauerstoffspezies für diese Veränderungen 
in der Genexpression verantwortlich sein. So ist denkbar, dass die erhöhten renalen 
Carnosin- und Anserinkonzentrationen in den Cndp1-Knockoutmäusen tatsächlich einen 
protektiven Effekt gegen oxidativen Stress bedingen wie in verschiedenen Studien 
gezeigt [250, 251]. Gleichzeitig ist aber auch bekannt, dass eine gewisse basale Bildung 
von reaktiven Sauerstoffspezies essentiell ist, da verschiedene Signalwege darüber 
gesteuert werden, wie z.B. redox-sensitive Cysteine, welche die Aktivität verschiedener 
Proteinkinasen kontrollieren [252, 253]. So ist beispielsweise die Phosphorylierung des 
Insulinrezeptors im Zuge der Insulinbindung abhängig von der Produktion dieser 
reaktiven Sauerstoffspezies und in transgenen Mäusen, welche die Wasserstoffperoxid 
detoxifizierende Glutathionperoxidase-1 [254] überexprimieren, gestört [255]. 
Vielleicht greift hier also ein regulativer Mechanismus, der im Rahmen der Verringerung 
der ROS-Spiegel durch die stark erhöhten Carnosin- und Anserinkonzentrationen in den 
Nieren in Cndp1-Knockoutmäuse die Bildung von TNFΑ und damit von reaktiven 
Sauerstoffspezies erhöht, um die Aufrechterhaltung dieser Signalkaskaden zu 
gewährleisten. 
Im Gegensatz zu den jungen Tieren waren in den alten Cndp1-Knockoutmäusen die 
Expression von Tnfα und Nfe2l2 herunterreguliert. Mit dem Alterungsprozess konnte 
eine Zunahme pro-inflammatorischer Zytokine, darunter auch TNFΑ, gezeigt werden 
[256, 257]. So ist auch für die Wildtypkontrolltiere eine Erhöhung der Expression 
zwischen 11 und 55 Wochen anzunehmen. Da stets nur ein relativer Vergleich der 
Cndp1-Knockoutmäuse zu den altersgleichen Wildtypkontrollen über qPCR und keine 
absolute Quantifizierung der Transkripte erfolgte, besteht die Möglichkeit, dass in den 
Cndp1-Knockoutmäusen sich absolut betrachtet die Expression zwischen 11 und 55 
Wochen kaum ändert, statt tatsächlich vermindert zu sein. Die Expression des Nfe2l2-
Gens erfährt ebenfalls eine gewebsspezifische Veränderung mit zunehmendem Alter 





auf. In diesem Fall ist also nicht nur die relative, sondern auch die absolute mRNA-Menge 
in den 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen verringert. Warum jedoch mit 
zunehmendem Alter scheinbar eine gegenläufige Regulation dieser Gene erfolgt, ob nun 
durch die vorbeschriebene epigenetische Wirkung von Carnosin bzw. Anserin oder 
indirekt durch das Abfangen reaktiver Metabolite, bleibt unklar. In den 55 Wochen alten 
Tieren wurde zusätzlich noch die Expression des kodierenden Gens der 
γ-Glutamylcystein-Synthetase (GCS), auch als Glutamat-Cystein-Ligase bezeichnet, 
bestimmt, die in Cndp1-Knockoutmäusen im Vergleich zu den Wildtypkontrollen 
reduziert war. Dieses Enzym synthetisiert aus Glutamat und Cystein γ-Glutamylcystein 
und stellt den ersten und geschwindigkeitslimitierenden Schritt der Glutathion-Synthese 
dar [260]. Eine verringerte Expression erscheint im Kontext der reduzierten Expression 
von Nfe2l2 plausibel, da über NRF2 eine positive Regulation der Expression der Gene der 
Glutamate cysteine ligase catalytic subunit (GCLC) [261] und Glutamate cysteine ligase 
modifier subunit (GCMC) [262] des Enzyms stattfindet. Dies zeigte im Nierengewebe 
allerdings keine Auswirkung auf die Konzentrationen von γ-Glutamylcystein, GSH oder 
des Substrats Cystein. 
 
5.6. Das Körper- und die Organgewichte der Cndp1-Knockoutmäuse sind erhöht 
Das Körpergewicht der 55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäuse war im Vergleich zu den 
entsprechenden Wildtypkontrollmäusen erhöht. Bao et al. [263] haben gezeigt, dass 
Schweine, die mit Carnosin über die Nahrung supplementiert wurden, eine erhöhte 
Gewichtszunahme mit gesteigerter Futteraufnahme, jedoch keine Veränderung der 
Muskelgröße aufweisen. Ebenso zeigten Gewebeschnitten der Skelettmuskulatur der 
Cndp1-Knockoutmäuse keine Anzeichen für eine Hypertrophie der Muskelfasern als 
Ursache der Gewichtszunahme. Gegen eine Gewichtszunahme, die nur auf 
Fetteinlagerung basiert, spricht wiederum, dass in Experimenten mit Ratten eine 
intravenöse Carnosinapplikation in niedrigen Dosen die Lipolyse sogar förderte und in 
hohen Konzentrationen ohne Effekt blieb, die Fettdeposition aber nicht begünstigte 
[145]. Ebenso war in Zebrafischen mit einem Carnosinase 1-Knockout unter Hochfett-
Diät die Gewichtszunahme gehemmt [264]. Auch in den Cndp1-Knockoutmäusen wiesen 
Gewebeschnitte der Niere, des Muskels und speziell der Leber, bei der Fettleibigkeit 





Fettlebererkrankung (NAFLD) wie etwa einer Steatose [265], keine Anzeichen für solche 
pathologischen Veränderungen auf. In Humanstudien konnte ein erhöhter BMI jedoch 
auch mit höheren Organgewichten korreliert werden [266]. Zusätzlich waren auch alle 
Organgewichte mit Ausnahme der Lungen in den Cndp1-Knockoutmäusen erhöht, 
sodass eine Analyse der Futteraufnahme und des Energieumsatzes dieser Mäuse in 
zukünftigen Experimenten sinnvoll erscheint, ebenso wie eine Analyse der 
Wachstumshormone im Blut, um so zu bestimmen, über welche Mechanismen die 
erhöhten renalen Carnosin- und Anserinkonzentrationen das Körper- bzw. die 
Organgewichte beeinflussen. 
 
5.7. Die Glukosehomöostase in den Cndp1-Knockoutmäusen ist verändert 
Die Glukosehomöostase war in den Cndp1-Knockoutmäusen altersabhängig im 
Vergleich zu den Wildtypkontrollen signifikant verändert. Dabei lagen die 
Nüchternblutzuckerspiegel der beiden Genotypen grundsätzlich im Bereich publizierter 
Werte für C57BL/6-Mäuse [267] mit den zu erwartenden Schwankungen durch die 
Verwendung eines Glukometers mit Eichung auf Humanblut [268]. In den 11 Wochen 
alten Cndp1-Knockoutmäusen war der Nüchternblutzuckerspiegel erniedrigt und in den 
55 Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen jeweils im Vergleich mit den 
altersentsprechenden Kontrolltieren erhöht. Zusätzlich waren die Effekte 
geschlechtsspezifisch und der Nüchternblutzuckerspiegel korrelierte nicht mit der 
Insulinsensitivität. Bei reduzierter Insulinsensitivität durch gestörte Glukoseabsorption, 
hauptsächlich in Skelettmuskel und Herz, konnte ein höherer Blutzuckerspiegel gezeigt 
werden [269]. In den 11 Wochen alten weiblichen Cndp1-Knockoutmäusen war trotz 
erhöhter Insulinsensitivität keine Reduktion des Blutzuckerspiegels gegenüber 
weiblichen Wildtypmäusen nachweisbar. In den männlichen 11 Wochen alten 
Cndp1-Knockoutmäusen mit unveränderter Insulinsensitivität war der 
Nüchternblutzuckerspiegel dagegen erniedrigt. Bei den 55 Wochen alten Tieren war der 
Nüchternblutzuckerspiegel in weiblichen Cndp1-Knockoutmäusen erhöht, obwohl die 
Insulinsensitivität unverändert war. In den männlichen Cndp1-Knockoutmäusen war der 
Nüchternblutzucker trotz reduzierter Insulinsensitivität nicht verschieden im Vergleich 





Dies kann darauf hindeuten, dass diese Unterschiede weniger auf die Insulinsensitivität 
als auf die ausgeschüttete Insulinmenge zurückzuführen sind. So kann etwa beim Typ 2-
Diabetes eine anfängliche Kompensation der verminderten Insulinsensitivität durch eine 
Hyperinsulinämie erfolgen [270]. Hierfür spricht auch, dass in Mäusen mit 
Streptozotocin induziertem Diabetes durch Supplementation mit Carnosin die 
Expression des Insulin-Gens normalisiert werden kann [19]. In diesen Tieren wurde 
weder eine vermehrte Carnosinase 1- bzw. Carnosinsynthase-Expression, noch ein 
Anstieg der Carnosinkonzentration bei Carnosinfütterung im Pankreasgewebe 
detektiert. Auch in den Cndp1-Knockoutmäusen und den zugehörigen 
Wildtypkontrollen wurde keine pankreatische Carnosinase 1-Aktivität gefunden. Somit 
erfolgt die Beeinflussung des Blutzuckerspiegels bei Cndp1-Defizienz wahrscheinlich 
nicht über die Carnosinase-Aktivität im Pankreas bzw. eine Akkumulation von Carnosin, 
sondern über andere Mechanismen oder indirekt über die Nieren. 
Die Nieren beeinflussen die Glukosehomöostase auf drei Wegen: 1. Die Freisetzung von 
Glukose durch renale Glukoneogenese. 2. Die Aufnahme aus der Zirkulation zur Deckung 
des Energiebedarfs. Und 3. die Resorption über die glomeruläre Filtration [271]. Bis zu 
25 % der systemischen Glukoneogenese erfolgen nicht über die Leber, sondern über die 
Nieren [272]. Glutamin stellt dabei das wichtigste Substrat dar [273]. Da in den 11 
Wochen alten Cndp1-Knockoutmäusen ein Abfall in der Konzentration dieser 
Aminosäure ermittelt wurde, könnte der erniedrigte Nüchternblutzuckerspiegel dieser 
Tiere zusätzlich durch die reduzierte Glutamin-Konzentration bedingt sein. 
 
5.8. Limitationen und Ausblick 
Die Charakterisierung des Cndp1-Knockoutmausmodells bildet die ideale Ausgangslage 
zur Feststellung der Bedeutung des Carnosinmetabolismus in der Niere und zur 
Differenzierung zwischen dessen lokalen renalen Effekten und dem Einfluss auf die 
Glukosehomöostase für diabetische Spätkomplikationen, speziell die diabetische 
Nephropathie. Die Experimente und Messungen müssen dabei stets im Kontext dieser 
Studie als Vorarbeit zu einem diabetischen Modell betrachtet werden. Es handelt sich 
also folglich um eine Beschreibung des Grundzustands der nicht-diabetischen 
Cndp1-Knockoutmäuse und die Veränderungen durch die stark erhöhten Carnosin- und 





Protektive Effekte der Cndp1-Defizienz können losgelöst von der diabetischen 
Stoffwechsellage weniger gut charakterisiert werden. Im gesunden Tier, d.h. unter 
Bedingungen, die keinen zusätzlichen Stress auf den Organismus ausüben, existieren 
bereits gut adaptierte Schutzmechanismen, wie z.B. die Superoxiddismutase oder 
Glutathionperoxidase, die das grundsätzlich vorhandene Niveau reaktiver Metabolite 
größtenteils kompensieren können. Der schützende Einfluss von Carnosin wurde 
dagegen eher in extremen Stoffwechsellagen gezeigt, wenn andere protektive 
Mechanismen bereits ausgelastet oder inhibiert sind. So konnten erwartungsgemäß in 
Hinblick auf die Morphologie und Funktionalität der Nieren in den Wildtyptieren keine 
krankhaften Veränderungen festgestellt werden. Ein schützender Effekt durch die 
erhöhten renalen Carnosin- und Anserinkonzentrationen bei einer Cndp1-Defizienz tritt 
somit nicht auf, da schon die Kontrollgruppe keine pathologischen Charakteristika 
aufweist. Entsprechendes gilt auch z.B. für die Proteinoxidation im Nierengewebe. 
Zusätzlich kann durch diese Messungen ausgeschlossen werden, dass die vollständige 
Cndp1-Defizienz, anders als die bloße orale Supplementation von Carnosin oder Anserin 
in vielen Tierstudien, selbst negative Auswirkungen besitzt. Verschiedene Signalwege 
wie etwa der Insulinsignalweg werden unter anderem über reaktiven Sauerstoff 
gesteuert. Ein effektives Abfangen von reaktiven Sauerstoffspezies durch sehr hohe 
Carnosin- oder Anserinspiegel könnte also prinzipiell auch einen negativen Einfluss 
haben. 
Den logischen nächsten Schritt muss somit das Herbeiführen einer diabetischen 
Stoffwechsellage in Cndp1-Knockoutmäusen und Wildtypkontrollen darstellen um 
diabetische Komplikationen und speziell, wenn auch im Rahmen der begrenzten 
Vergleichbarkeit zwischen der Maus und dem Menschen, eine diabetische 
Nephropathie zu erzeugen. Durch diese Schädigungen und die Aus- und Überlastung der 
renalen und systemischen Schutzmechanismen wird dann bewertet werden können, ob 
und wie eine Cndp1-Defizienz mit gesteigerten renalen Carnosin- und 
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